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1 Hintergrund und Zielsetzung der Arbeit 
Die Nutzung der Sonnenenergie durch den Prozess der Photosynthese besitzt eine fundamen-
tale Bedeutung für die Existenz von Leben auf der Erde. Durch die aufgenommene Energie 
können photosynthetisch aktive Lebensformen biochemische Reaktionen durchführen, in 
denen sie die Grundsubstanzen synthetisieren, die als Basis für alle weiteren in ihrem Orga-
nismus ablaufenden Biosynthesen dienen. Da Pflanzen und photosynthetisch aktive Bakterien 
der Ausgangspunkt der Nahrungskette für alle anderen Lebewesen sind, hängt das Leben in 
großem Maße von der Photosynthese ab. Des Weiteren ist der als Abfallprodukt entstehende 
Sauerstoff für die Atmung von Menschen und Tieren überlebensnotwendig. Aus diesen Grün-
den ist die Erforschung der einzelnen Prozesse, die bei der Photosynthese ablaufen, für die 
Wissenschaft von großem Interesse. Darüber hinaus könnten durch ein Verständnis der 
zugrunde liegenden Mechanismen des Lichtsammelns und der Lichtnutzung Beiträge zur 
Lösung des Energieproblems gefunden werden. 
Während die generelle Funktionsweise der Photosynthese bereits bekannt ist, existieren einige 
Prozesse, deren Mechanismen noch nicht aufgeklärt werden konnten. So sind Pflanzen bei-
spielsweise im Laufe eines Tages starken Helligkeitsschwankungen ausgesetzt, die ein Um-
schalten des Photosyntheseapparates erforderlich machen.[1] Bei niedrigen Lichtintensitäten 
müssen die Pflanzen möglichst viel Energie sammeln und dem Photosyntheseprozess zufüh-
ren, der die Voraussetzung für ihr Wachstum ist. Bei hoher Lichteinstrahlung müssen sie sich 
jedoch an die veränderten Bedingungen anpassen und für eine Umwandlung von überschüssi-
ger Energie in Wärme sorgen, um eine Beschädigung des Photosyntheseapparates durch 
oxidative Prozesse zu verhindern.[1] Dieses Abfangen überschüssiger Energie durch den Pho-
tosyntheseapparat der Pflanzen wird auch als Non-Photochemical Quenching (NPQ) bezeich-
net. Da dieses Quenchen essenziell für das Überleben von natürlichen und genmanipulierten 
Pflanzen ist, handelt es sich um ein intensiv diskutiertes Forschungsgebiet. Trotz zahlreicher 
Untersuchungen existiert noch kein allgemein akzeptiertes Modell zur Beschreibung der 
molekularen Prozesse, die zum Quenchen führen.[2-5] 
Eine große Rolle scheinen jedoch bestimmte Lichtsammelpigmente, die Carotinoide (Car), 
bei den Quenching-Prozessen zu spielen. Unter hoher Sonneneinstrahlung findet eine Hell-
adaption des Photosyntheseapparates statt, in dessen Verlauf eine pH-Wert induzierte Um-
wandlung des Carotinoids Violaxanthin (Vio) in Zeaxanthin (Zea) stattfindet (s. Abb. 1).[1] 
Genmanipulierte Pflanzen ohne die Möglichkeit dieser Umwandlung zeigten eine stark ver-
ringerte Fähigkeit zum Quenchen, was eine direkte Beteiligung von Zea am Schutzmecha-
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nismus nahe legt.[6, 7] Eine besondere Bedeutung wird dabei dem ersten angeregten Zustand 
der Carotinoide (S1) zugeschrieben, der eine ähnliche Energie wie der erste angeregte Zustand 
der Chlorophyll Lichtsammelpigmente (Qy) besitzt und somit mit diesem wechselwirken 
könnte.[8] 
 
 
Abb. 1: oben/mitte: Schema zur Reaktion von Pflanzen auf sich ändernde Lichtverhältnisse und mögliche 
Prozesse zur Abführung der überschüssigen Energie. unten: Verwendetes Messprinzip zur Untersuchung des 
Anteils der Carotinoide am Quenching-Prozess.[9] 
 
Eine direkte Untersuchung der Beteiligung des Carotinoid S1 Zustandes mittels konventionel-
ler Ein-Photonen-Anregung (One-Photon Excitation, OPE) scheitert jedoch an dem Umstand, 
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dass die Anregung aus dem Grundzustand in den ersten angeregten Zustand S0?S1 aufgrund 
der Auswahlregeln verboten ist.[10] Eine Lösung für dieses Problem stellt die Zwei-Photonen-
Anregung (Two-Photon Excitation, TPE) dar, für die umgekehrte Auswahlregeln gelten und 
somit eine direkte Anregung des S1-Niveaus möglich ist.[11]  
Im Rahmen dieser Doktorarbeit wurde ein Messaufbau entworfen, bei dem eine Kombination 
aus OPE und TPE an derselben Stelle der Probe zur selben Zeit stattfinden und die nach der 
Anregung von den Chlorophyllen emittierte Fluoreszenz gemessen werden kann (s. Abb. 1 
unten). Damit ist es möglich, den Energiefluss von Carotinoid zu Chlorophyll zu untersuchen 
und somit einen direkten Einblick in die Wechselwirkung der Zustände zu erhalten. Mit dem 
Aufbau besteht die Möglichkeit Messungen sowohl an sich in Lösung befindlichen isolierten 
Lichtsammelkomplexen als auch direkt an Pflanzen durchzuführen. Somit können durch 
vergleichende Messungen an Proben mit unterschiedlicher Carotinoid- oder Protein-
Zusammensetzung Einblicke zum Beitrag der einzelnen Bestandteile des Photosyntheseappa-
rates am Quenching-Prozess gewonnen werden.       
 
2 Theorie 
2.1 Allgemeine Einleitung in die Photosynthese 
Unter Photosynthese wird der biochemische Prozess verstanden, bei dem Pflanzen aus Wasser 
und Kohlenstoffdioxid unter Absorption von Sonnenlicht Hexosen und Sauerstoff erzeugen. 
Die vereinfachende Grundgleichung der Photosynthesereaktion lautet: 
 6 CO2  +  6 H2O C6H12O6  +  6 O2
h·v
 (1)
Während der Sauerstoff für die Pflanzen ein Abfallprodukt ist, wird die gebildete Hexose für 
die Synthese aller weiteren von der Pflanze benötigten Verbindungen verwendet, welche die 
Grundlage des Nahrungskreislaufes auf der Erde bilden. Des Weiteren wird der erzeugte 
Sauerstoff von Menschen und Tieren zur Atmung benötigt. Somit stellt die Photosynthese für 
das Leben auf der Erde einen äußerst wichtigen Prozess dar. Doch auch die Kapazität zur 
Fixierung des Treibhausgases Kohlendioxid in organischen Molekülen ist für das Ökosystem 
wichtig, da hierdurch die Gesamtkonzentration an Kohlenstoffdioxid in der Atmosphäre sinkt 
und so das Leben erst ermöglicht wird.[12] 
Die Photosynthese beginnt mit der Absorption des Sonnenlichtes durch Lichtsammelpigmen-
te, deren wichtigsten Vertreter die Chlorophylle und die Carotinoide sind (s. Kapitel 2.5). Sie 
befinden sich in den Blättern der Pflanzen und sind in Proteinen gebunden, die die Pigmente 
in bestimmten Positionen fixieren (s. Kapitel 2.3). Diese pigmentbindenden Proteine werden 
auch als Photosysteme bezeichnet.  
Nach erfolgter Absorption muss die Energie schnellstmöglich an das Reaktionszentrum des 
jeweiligen Photosystems weitergeleitet werden, in dem die Nutzung der Lichtenergie beginnt. 
Durch die schnelle Übertragung werden Konkurrenzprozesse minimiert, die die Energiesam-
mel-Ausbeute verringern würden. Die Energieübertragung erfolgt schrittweise von Pigment 
zu Pigment mittels des Förster-Energietransfers (s. Kapitel 2.7). Das Reaktionszentrum wird 
aus zwei dicht beieinander befindlichen Chlorophyll-Pigmenten gebildet. Durch ihre räumli-
che Nähe zueinander kommt es zu Wechselwirkungen, in deren Folge ihr erstes angeregtes 
Energieniveau abgesenkt wird (s. Kapitel 2.8) und sie somit als Energietrichter dienen kön-
nen, in den sämtliche im Photosystem absorbierte Energie fließt. 
Ist die Energie auf das Reaktionszentrum übertragen, muss eine Ladungstrennung erfolgen, in 
deren Folge die Energie stabilisiert wird und somit zur Betreibung der Biosynthesen zur 
Verfügung stehen kann. Die Prozesse der Lichtabsorption, Weiterleitung der Energie ans 
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Reaktionszentrum und Umwandlung der Energie in für die Pflanze verwendbare Form, wird 
auch unter dem Begriff Lichtreaktion zusammengefasst. Die sich daran anschließenden bio-
chemischen Synthesen von Hexose aus Kohlendioxid werden im Gegensatz dazu als Dunkel-
reaktion bezeichnet (s. Abb. 2).[13] 
 
 
Abb. 2: Vereinfachendes Schema der Reaktionswege in der Pflanze zur Erzeugung von Hexose (frei nach [14]). 
 
2.2 Chloroplasten 
In den Eukaryoten (höhere Pflanzen und Algen) läuft die Photosynthese in den Chloroplasten 
ab. Durch genetische Studien weiß man, dass Chloroplasten aus ehemals Photosynthese 
betreibenden Bakterien hervorgegangen sind, die von primitiven eukaryotischen Zellen ein-
verleibt worden sind.[15] Diese Theorie wurde durch jüngere Beobachtungen in interessanter 
Weise veranschaulicht, da im Tierreich Arten entdeckt wurden, die durch Aufnahme von 
Chloroplasten Photosynthese betreiben können.[16] Darüber hinaus können Teile der Erbin-
formationen der aufgenommenen Chloroplasten in die DNA der Tiere übergehen.[17]  
Chloroplasten besitzen eine Länge von ca. 5 μm und sind durch eine äußere und eine innere 
Membran umgeben (s. Abb. 3). In ihrem Inneren befindet sich das Stroma, wobei es sich um 
eine konzentrierte Enzymlösung handelt, in der die Hexosesynthese abläuft. Des Weiteren 
befinden sich im Stroma DNA, RNA und Ribosomen. Im Stroma schwimmen in Scheiben 
gestapelte Doppelmembranen, die als Thylakoide bezeichnet werden und in denen sich die 
Lichtsammelkomplexe befinden. In ihnen laufen die Prozesse der Lichtabsorption und Ener-
gieumwandlung ab. Der Innenraum der Thylakoide, das so genannte Lumen, wird durch die 
Doppelmembran von dem Stroma räumlich getrennt.[18]  
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Abb. 3: Schematische Darstellung eines Chloroplasten (frei nach [12]). 
 
Diese räumliche Trennung mit den dazwischen liegenden Komponenten des Photosynthese-
apparates ist von entscheidender Bedeutung für die Nutzung der Sonnenenergie und wird 
später eingehender beleuchtet. 
 
2.3 Lichtreaktionen 
In die Thylakoid-Membran sind Proteine eingebettet, die die zur Absorption verwendeten 
Lichtsammelpigmente enthalten (s. Abb. 4). 
 
Abb. 4: Einbettung der an der Photosynthese beteiligten Proteine in die Thylakoidmembran (frei nach [12]). 
 
Die beiden Hauptproteine werden als Photosystem I und II (PSI bzw. PSII) bezeichnet und 
sind in Reihe geschaltet. Durch Lichtabsorption und anschließende Ladungstrennung in ihren 
Reaktionszentren bauen sie mit dem kleineren Protein Cytochrom b6f einen Protonengradien-
ten über die Thylakoid-Membran auf. Dieser Protonengradient kann wiederum von der ATP-
Synthase zur Synthese vom Energieträger ATP benutzt werden, der die weiteren Schritte der 
Dunkelreaktionen erst ermöglicht. Die in Reihe geschalteten Photosysteme (s. Abb. 5) bauen 
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ein Reduktionspotenzial auf und übertragen die gespeicherte Energie an die NADP-
Reduktase, welche das Molekül NADPH erzeugt, das als Reduktionsmittel für die Dunkelre-
aktion benötigt wird.[12]  
 
Abb. 5: Z-Schema zur Veranschaulichung des Elektronenflusses vom Wasser zum NADPH (frei nach [12]). 
 
Die an der Lichtreaktion beteiligten Proteine und die in ihnen ablaufenden Reaktionen werden 
im Folgenden im Detail vorgestellt. 
 
2.3.1 Photosystem II 
Das PSII enthält etwa 35 Moleküle Chlorophyll a und 11 Moleküle β-Carotin.[19] In der Natur 
kommt es als Dimer vor und ist von weiteren kleineren Lichtsammelkomplexen umgeben, die 
zusätzlich zum Lichtsammeln beitragen (s. Kapitel 2.3.2).  
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Abb. 6: Einbettung des PSII-Dimers in die Thylakoidmembran nach Daten von Loll et al.[20] grün: Chl a, oran-
ge: β-Carotin, grau: Polypeptid, lila: Mn-Cluster. 
 
Durch die Lichtabsorption wird das jeweilige absorbierende Pigment in einen angeregten 
Zustand versetzt. Es folgt der schrittweise Transfer der Energie zum Reaktionszentrum, wel-
ches durch zwei dicht beieinander liegende Chlorophyll a-Moleküle gebildet wird, die auch 
als spezielles Paar (Special Pair) bezeichnet werden (s. Abb. 7). Durch ihre räumliche Nähe 
sind sie exzitonisch gekoppelt, wodurch ihr energetischer Zustand abgesenkt wird (s. Kapitel 
2.8). Da ihr Absorptionsmaximum bei 680 nm liegt, werden sie auch als P680 bezeichnet.[14]  
 
 
Abb. 7: Draufsicht auf die Lichtsammelpigmente eines PSII-Dimers nach Daten von Loll et al.[20] Die Mn-
Cluster liegen in unmittelbarer Nähe zum special pair. grün: Chl a, orange: β-Carotin, lila: Mn-Cluster. 
 
Nach der Anregung des Special Pair erfolgt die Übertragung der Energie auf ein benachbartes 
Phäophetyn, wobei es sich um ein mit den Chlorophyllen verwandtes Molekül handelt. Dieser 
Energietransfer muss ebenso wie der Energietransfer zum Special Pair sehr schnell erfolgen, 
um eine Abgabe des Lichts in Form von Fluoreszenz oder Wärme zu verhindern.[13] Von dort 
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wird die Energie zunächst auf ein Plastochinon Molekül übertragen und dann weiter auf ein 
nächstes Plastochinon, welches reduziert wird. Nach zweifacher Lichtabsorption und Übertra-
gung zweier Elektronen liegt das am Ende der Kette stehende Plastochinon in zweifach redu-
zierter Form vor. Somit wird die Energie in Form eines Reduktionspotentials gespeichert. Das 
nach der Ladungstrennung positiv geladene Special Pair P680+ ist ein starkes Oxidationsmit-
tel und kann somit Wassermoleküle, die an einen Mangankomplex gebunden sind, zu Sauer-
stoff und Protonen oxidieren. Mangan kann sehr viele Oxidationsstufen einnehmen, so dass 
der Mangankomplex über mehrere Oxidations- und Reduktionsschritte die Aufnahme der 
Elektronen optimal katalysieren kann.[18]  
Um die vollständige Umwandlung von einem Wassermolekül zu Sauerstoff und Protonen 
durchzuführen, müssen vier Elektronen absorbiert werden. Damit lautet die Gesamtreaktions-
gleichung, die im PSII abläuft:  
 
 
++ ++→++ Lumen22Stroma2 H4PQH2O H 4  PQ 2  OH 2  (2)
 
2.3.2 Lichtsammelantennen 
Um die PSII-Kernkomplexe ordnet sich eine Vielzahl von kleineren Proteinen an, die eben-
falls Lichtsammelpigmente enthalten und als Antennenkomplexe oder Lichtsammelantennen 
bezeichnet werden. Es bilden sich Superkomplexe, deren Struktur durch Elektronenmikrosko-
pie aufgelöst wurde (s. Abb. 8).[21] Die Lichtsammelantennen absorbieren durch die in ihnen 
enthaltenen Pigmente einfallendes Licht und tragen in erheblichem Maße zum Lichtsammel-
vermögen bei. Im Gegensatz zu den PSII-Kernkomplexen besitzen sie jedoch kein Special 
Pair und sind somit nicht in der Lage, selbst eine Ladungstrennung herbeizuführen. 
 
10 Theorie
 
 
Abb. 8: PSII-Superkomplex (nach Daten von[20, 22] frei nach [21]) bestehend aus dem zentral liegenden PSII-
Dimer, 6 trimeren LHCII und den kleineren Chlorophyll-Proteinen CP24, CP26 und CP29, von denen noch 
keine Kristallstruktur aufgelöst werden konnte. 
 
Nach erfolgter Lichtabsorption übertragen sie die Energie vielmehr auf die mit ihnen assozi-
ierten Kernkomplexe, in denen es schließlich zur Ladungstrennung kommen kann. Diese 
Energieübertragung funktioniert nach dem Trichter-Prinzip. Während die äußeren Antennen-
komplexe eher im kurzwelligen Spektralbereich absorbieren, absorbieren dichter am Special 
Pair liegende Pigmente eher im längerwelligeren. Somit ergibt sich ein Energiegefälle im 
Superkomplex, über das die Energie schrittweise auf das energetisch am niedrigsten liegende 
Special Pair übertragen werden kann.[13]  
Interessanterweise verfügen alle Photosynthese betreibenden Pflanzen und Bakterien auf 
Chlorophyll-Basis über Lichtsammelantennen.[13] Es scheint, dass ihnen spezielle Aufgaben 
zukommen, die nicht durch eine einfache Vergrößerung der Kernkomplexe hätte erreicht 
werden können. Eine besondere Aufgabe ist beispielsweise ihre Teilnahme am NPQ-Prozess, 
was durch viele Experimente nachgewiesen werden konnte.[23-25]  
 
2.3.2.1 Lichtsammelkomplex II 
Der Lichtsammelkomplex II (LHCII) ist der häufigste Antennenkomplex in höheren Pflanzen 
und übernimmt neben dem Sammeln von Licht eine Vielzahl von Aufgaben wie z. B. dem 
Schutz vor zu hohen Lichtintensitäten. Im PSII-Superkomplex stellt er etwa zwei Drittel der 
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Chlorophylle und Carotinoide, so dass er einen wesentlichen Anteil an der Nutzung der Pho-
tosynthese auf der Erde besitzt.[26]  
Der Komplex (s. Abb. 9) liegt in vivo als Trimer vor. Sämtliche in ihm enthaltenen Pigmente 
und ihre Positionen im Komplex konnten mittels Röntgenstrukturanalyse identifiziert wer-
den.[22]  
 
 
Abb. 9: Einbettung des LHCII-Proteins in die Thylakoidmembran nach Daten von Standfuss et al.[22] - grün: 
Chl a, türkis: Chl b, gelb: Lutein, orange: Xanthophyllzyklus-Carotinoid, rot: Neoxanthin. 
 
Dabei ergab sich eine Anzahl von 14 Chlorophyllen (acht Chlorophyll a, sechs Chlorophyll b) 
und vier Carotinoiden (zwei Lutein, ein Neoxanthin, ein Xanthophyllzyklus-Carotinoid) pro 
Monomer (s. Abb. 10). Diese Pigmente sind an fünf Helices gebunden, von denen drei die 
Thylakoidmembran durchspannen, wodurch das normalerweise gebundene Xanthophyll-
zyklus-Carotinoid Vio in das Lumen freigesetzt werden kann.  
Hier kommt es je nach Lichtverhältnissen zu enzymatischen Umwandlungen im Rahmen des 
Xanthophyllzyklus (s. Kapitel 2.5.2) und anschließender Wiedereinlagerung des gebildeten 
Zeas in den LHCII. Die Bedeutung dieses Prozesses wird später näher erläutert.  
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Abb. 10: Draufsicht auf die Lichtsammelpigmente eines LHCII-Trimers nach Daten von Standfuss et al. - grün: 
Chl a, türkis: Chl b, gelb: Lutein, orange: Xanthophyllzyklus-Carotinoid, rot: Neoxanthin. 
 
Da LHCII einen Großteil der Xanthophyllzyklus-Carotinoide bindet, die einen klar bewiese-
nen Zusammenhang mit dem NPQ-Prozess besitzen,[26] besteht die Vermutung, dass LHCII 
selbst der Ort ist, an dem es zum Quenchen überschüssiger Energie kommt.[22, 27, 28]  
 
2.3.2.2 Kleinere chlorophyllbindende Proteine (CP24, CP26, CP29) 
Außer den LHCII-Komplexen befinden sich noch weitere chlorophyllbindende Proteine in der 
Peripherie des PSII-Superkomplexes. Ihre Namen CP24, CP26 und CP29 leiten sich aus ihren 
über Gelelektrophorese bestimmten Massen (in kDa) ab.[26] Ihre Lage im Superkomplex 
konnte über Messungen mittels Elektronenmikroskopie bestimmt werden[21, 29-31] (s. Abb. 8). 
Im Gegensatz zum LHCII existiert jedoch von diesen so genannten minor complexes noch 
keine aufgelöste Röntgenstruktur. Da ihre Gen-Sequenz jedoch eine hohe Ähnlichkeit zu der 
von LHCII aufweist, können Homologiebetrachtungen helfen, einen Einblick in ihre Struktur 
zu bekommen.[32] Ein Beispiel für ein Ergebnis solcher Überlegungen ist in Abb. 11 darge-
stellt. Ebenso wie im LHCII-Monomer durchspannen drei Helices die Thylakoidmembran und 
auch die möglichen Positionen von Pigmenten konnten lokalisiert werden. Des Weiteren 
konnten über HPLC-Analysen die in ihnen vorkommenden Pigmente bestimmt werden,[33] so 
dass es insgesamt möglich wird, Aussagen über ihre Funktion zu treffen, die neben dem 
Lichtsammeln auch eine Mitwirkung am NPQ-Prozess sein könnte.  
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Abb. 11: Über Homologie-Betrachtungen postulierte Struktur von CP29.[32]  
 
Die Komplexe binden etwa 15 % der Chlorophylle im PSII-Superkomplex, so dass geschluss-
folgert werden kann, dass ihr Beitrag zum Lichtsammeln kleiner als der des LHCII ist. Die 
Komplexe enthalten sowohl Chlorophyll a- als auch Chlorophyll b-Pigmente, wobei ihre 
Gesamtanzahl von acht (CP29) über neun (CP26) zu zehn (CP24) reicht. Des Weiteren sind in 
ihnen etwa zwei Carotinoide gebunden, wobei Lutein, Neoxanthin, Vio und Zea festgestellt 
werden konnten.[33] Trotz der geringeren Zahl der in ihnen gebundenen Pigmente könnten sie 
zu Regulationsprozessen unter hohen Lichtintensitäten beitragen, wobei durch die noch feh-
lenden Kristallstrukturen nur schwer eine Aussage darüber getroffen werden kann, ob die in 
ihnen gebundene Pigmente zum Quenchen führen können. Jedoch gibt es bereits einige Hin-
weise auf eine direkte Funktion als Quencher.[23, 34, 35] 
 
2.3.2.3 Das Protein PsbS 
Ein weiteres wichtiges an der Lichtreaktion beteiligtes Protein ist die als PsbS bezeichnete 
22 kDa Subeinheit[36], welche ebenfalls im PSII-Superkomplex oder in seiner Nähe lokalisiert 
ist.[4] Trotz vielfacher Versuche konnte die genaue Lage jedoch noch nicht bestimmt wer-
den[29, 31, 37], so dass Aussagen zu der Funktion des Proteins mit Schwierigkeiten behaftet sind.  
PsbS konnte als Mitglied der LHC-Superfamilie identifiziert werden[38, 39], wobei die genaue 
Position innerhalb der Familie noch unklar ist. Trotz seiner strukturellen Nähe zu den anderen 
Lichtsammelantennen besitzt es einige Besonderheiten. So weist es beispielsweise vier anstatt 
drei transmembraner Helices auf[40] (s. Abb. 11 und Abb. 12) und ist im Gegensatz zu den 
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verwandten Strukturen auch in Abwesenheit von Chlorophyllen stabil.[41] Umstritten ist nach 
wie vor, ob PsbS in der Lage ist, Pigmente zu binden. Während von einigen Forschungsgrup-
pen eine Bindung von Pigmenten in PsbS festgestellt werden konnte[42], konnten andere nur 
Hinweise auf eine Wechselwirkung von PsbS mit Zea in vitro feststellen.[43, 44] 
 
 
Abb. 12: Topologisches Modell von PsbS.[4] Die horizontalen Pfeile markieren Glutamate, die in LHCII als 
Bindungsstellen für Chlorophylle dienen. Die senkrechten Pfeile markieren Glutamate, die essenziell für be-
stimmte Quenching-Prozesse sind. 
 
Aufgrund der geschilderten Ungewissheiten sind genaue Abschätzungen über die Funktion 
von PsbS schwierig. Jedoch konnte eindeutig gezeigt werden, dass das Protein einen wichti-
gen Beitrag zur Photoprotektion leistet, da die Fähigkeit zum Quenchen in genetisch verän-
derten Pflanzenmutanten ohne PsbS stark herabgesetzt ist.[45]  
Abschließend ist zu bemerken, dass die Entdeckung des Proteins und seiner Eigenschaften 
zwar zu einem großen Fortschritt zum Verständnis des NPQ-Prozesses geführt hat. Jedoch 
bleibt die zentrale Frage noch ungeklärt, nämlich ob PsbS selber als Quencher wirkt, indem es 
Pigmente bindet, die unter bestimmten Bedingungen ein Quenching-Zentren bilden. Es könn-
te auch als Katalysator dienen und Konformationsänderungen in anderen LHCs induzieren 
und somit zur Ausbildung von Quenching-Zentren beitragen.[46] 
 
2.3.3 Cytochrom b6f 
Bei dem Cytochrom b6f-Komplex handelt es sich um ein Protein, das zwischen den beiden 
Photosystemen lokalisiert ist. Die Aufgabe dieses Komplexes besteht in dem Elektronentrans-
port vom PSII zum PSI. Dazu katalysiert es die Reduktion von Plastocyanin, einem kleinen 
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Kupferprotein, durch das im PSII gebildete Plastochinol unter Bildung von Plastochinon und 
unter Abgabe von Protonen[12]: 
 
 
++++ ++→++ LumenStroma22 8H)4PC(Cu2PQ4H)4PC(Cu2PQH  (3)
 
Es findet also ein Übergang von einem Zwei-Elektronen- auf einen Ein-Elektronen-
Transporter statt. Anhand der Reaktionsgleichung kann man zudem sehen, dass das Protein 
zum weiteren Aufbau des Protonengradienten beiträgt, da die vom Plastochinol abgegebenen 
Protonen ins Lumen freigesetzt werden. Das reduzierte Plastocyanin ist löslich und transpor-
tiert das Elektron zum Reaktionszentrum vom PSI.[18] 
 
2.3.4 Photosystem I 
Das PSI ist ein aus 14 Polypeptidketten bestehendes Protein, das 96 Moleküle Chlorophyll a 
und 22 Moleküle β-Carotin enthält und in der Natur als Trimer vorkommt.[47] Ebenso wie im 
PSII besitzt das PSI im Zentrum ein Special Pair. Dieses besitzt sein Absorptionsmaximum 
jedoch bei 700 nm und wird daher als P700 bezeichnet (s. Abb. 13).[14]  
 
 
Abb. 13: Draufsicht auf die Lichtsammelpigmente eines PSI-Monomers. Die Fe-S-Cluster liegen direkt unter 
dem special pair. Erstellt aus Daten von Jordan et al.[47] - grün: Chl a, orange: β-Carotin, blau: Fe-S-Cluster. 
 
Nach Absorption von Licht erfolgt ebenso wie im PSII ein Energietransfer zum Reaktions-
zentrum und damit eine Anregung des Special Pair. Darauf wird die Ladung getrennt und das 
Elektron wird über ein Chlorophyll-Molekül, ein Chinon und drei 4Fe-4S-Cluster (s. Abb. 14) 
auf das Protein Ferredoxin übertragen.[15] Die im Special Pair entstandene positive Ladung 
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wird durch das in dem Cytochrom b6f erzeugte reduzierte Plastocyanin ausgeglichen, so dass 
sich folgende Gesamtgleichung ergibt: 
 red
2
ox 4Fd)4Pc(Cu4Fd)4Pc(Cu +→+ ++  (4)
 
Die nun in Ferredoxin gespeicherte Energie kann jedoch noch nicht im Rahmen der biochemi-
schen Synthese verwendet werden. Das Ferredoxin gibt daher in einem weiteren Schritt sein 
Elektron an das Molekül NADP+ ab, welcher durch das Protein Ferredoxin-NADP+-
Reduktase katalysiert wird. Unter Aufnahme von einem Proton aus dem Stroma wird das 
starke Reduktionsmittel NADPH gebildet, das in den Dunkelreaktionen benötigt wird. Da die 
Protonenaufnahme im Stroma erfolgt, erhöht sich der Protonengradient erneut.[14] 
 
 
+++ ++→++ StromaOxRedStroma 2H4Fd2NADPH4Fd4H2NADP  (5)
 
Aus den bisherigen Reaktionen ergibt sich folgende Bilanz der Lichtreaktion: 
 
 
+++ ++→++ Stroma2Stroma2 2H12NADPHOH012NADPO2H  (6)
 
 
Abb. 14: Einbettung eines PSI-Monomers in die Thylakoidmembran. Erstellt aus Daten von Jordan et al.[47] - 
grün: Chl a, orange: β-Carotin, grau: Polypeptid, blau: Fe-S-Cluster. 
 
2.3.5 ATP-Synthase 
Im Laufe der Lichtreaktion wurde über die Thylakoidmembran ein Protonengradient aufge-
baut. Die in diesem Gradienten gespeicherte protonenmotorische Kraft wird von der ATP-
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Synthase dazu verwendet, aus dem Molekül ADP (Adenosindiphosphat) das Molekül ATP 
(Adenosintriphosphat) zu erzeugen, das in den Dunkelreaktionen als Energieträger dient. 
 
 
+−++− ++→+++ Stroma24Lumen243-3 12HO3H3ATP12H3HPO3H3ADP  (7)
 
Kombiniert man die Reaktionsgleichungen (6) und (7), kommt man auf folgende Gesamtreak-
tionsgleichung der Lichtreaktion: 
 
 OH3ATP2NADPHOHPO3H3ADP2NADP 2
4
2
2
43
3 +++→+++ −+−−+  (8)
 
2.4 Dunkelreaktionen 
Mit der Nutzung der Energie von acht Photonen wurden in den Lichtreaktionen zwei Molekü-
le NADPH, ein Sauerstoffmolekül und drei Moleküle ATP erzeugt. Die eigentlichen Schritte 
der Biosynthese von Hexosen erfolgen unter Verwendung der erzeugten Verbindungen in den 
so genannten Dunkelreaktionen. ATP und NADPH befinden sich im Stroma und bewirken die 
Reaktion von Kohlendioxid zu Hexosen. Dieser Stoffwechselweg wird nach seinem Entde-
cker auch als Calvin-Zyklus bezeichnet (s. Abb. 15).[12]  
 
Abb. 15: Dunkelreaktion zur CO2-Fixierung unter Verwendung der in der Lichtreaktion erzeugten Verbindun-
gen ATP und NADPH (frei nach [12]). 
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Das NADPH ist als starkes Reduktionsmittel zur Reduktion des Kohlenstoffatoms des Koh-
lendioxids in der Lage, wobei das entstehende NADP+ dem Photosynthese-Kreislauf wieder 
zur Verfügung steht. Da diese Reaktion endotherm ist, wird das ATP als Energiequelle benö-
tigt. Die Umsetzung erfolgt über die Pentose Ribulose-5-Phosphat, welche am Ende des Zyk-
lus wieder in ihrem Ursprungszustand vorliegt.[18] Die Gesamtreaktionsgleichung des Calvin-
Zyklus lautet:  
 
 
++− +++→+++ 6HNADP1218ADPOHCO12HNADPH12ATP18CO6 361262-42 (9)
 
Durch Kombination der Reaktionsgleichung der Lichtreaktion und der Reaktionsgleichung 
der Dunkelreaktion ergibt sich die allgemeine Gleichung der Photosynthese (s. Gleichung 
(1)). 
 
2.5 Struktur und Spektroskopie der Lichtsammelpigmente 
Der wichtigste Schritt der Photosynthese besteht in der Absorption von Licht, da ohne die 
Aufnahme von Energie keine chemischen Synthesen betrieben werden können. Zu diesem 
Zweck bedienen sich Pflanzen und andere Photosynthese betreibende Organismen der Licht-
sammelpigmente. In Pflanzen kommt eine Vielzahl von Lichtsammelpigmenten vor, auf die 
in diesem Kapitel eingegangen werden soll. Die im vorigen Kapitel dargestellten Proteine 
fixieren die unterschiedlichen Pigmente, so dass sich ein optimaler Absorptionsquerschnitt 
ergibt und eine schnelle und verlustfreie Weiterleitung der Energie zu den Special Pairs 
erfolgen kann. Den Pigmenten kommen neben der Funktion des Lichtsammelns auch weitere 
Aufgaben zu, die im Folgenden erläutert werden sollen. 
 
2.5.1 Chlorophylle 
Die Chlorophylle bilden die erste Klasse von Lichtsammelpigmenten, welche den Pflanzen 
ihre charakteristische grüne Färbung verleihen. Bei ihnen handelt es sich um quadratisch 
planar aufgebaute Komplexstrukturen mit einer Seitenlänge von etwa 10 Å mit Mg2+ als 
Zentral-Ion (s. Abb. 16). An dieses Zentral-Ion sind vier Stickstoffatome koordiniert, die 
ihrerseits Teile von Pyrrol-Ringen sind, die über Methingruppen miteinander verbunden sind. 
Dieser Tetrapyrrol-Ring wird auch als Porphyrin bezeichnet. Zusätzlich besitzen sie eine 
Kohlenwasserstoff-Kette an der 17-Position sowie einen weiteren Ring an dem C-Pyrrol.[13] 
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Insgesamt ergibt sich ein großes delokalisiertes π-Elektronensystem, das die spektroskopi-
schen Eigenschaften der Chlorophylle bestimmt. 
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Abb. 16: Strukturformeln von Chl a (links) und Chl b (rechts). Die beiden Strukturen sind bis auf den unter-
schiedlichen Substituenten in der C7-Position des Pyrrolringes identisch.[48] 
 
Die häufigsten in Pflanzen vorkommenden Chlorophyllarten werden der Reihenfolge ihrer 
Entdeckung nach als Chlorophyll a und Chlorophyll b bezeichnet. Sie kommen in nahezu 
allen eukaryotischen Organismen vor und bewirken den Hauptteil der Lichtabsorption in 
höheren Pflanzen.[12] Ihre chemische Struktur ist nahezu gleich. Der einzige Unterschied 
besteht in der C7-Position des Porphyrin-Ringes, welche im Falle des Chlorophyll a mit einer 
Methyl-Gruppe und im Falle des Chlorophyll b mit einer Acetyl-Gruppe substituiert ist. Es 
resultieren leicht voneinander abweichende Absorptionsspektren, die so in der Lage sind, 
einen größeren Wellenlängenbereich zum Lichtsammeln abzudecken (s. Abb. 17). Dabei ist 
anzumerken, dass Chlorophyll b bis auf wenige Ausnahmen nur in Antennenkomplexen 
vorliegt, während in den Kernkomplexen Chlorophyll a zum Lichtsammeln verwendet 
wird.[13] Des Weiteren kommen in manchen Eukaryoten die Chlorophylle c und d vor, die 
jedoch im Vergleich zu Chlorophyll a und b nicht in höheren Pflanzen, sondern nur in Algen 
und einigen Cyanobakterien identifiziert werden konnten. 
Alle Chlorophylle besitzen zwei Hauptabsorptionsbereiche, von denen einer im blauen und 
der zweite im roten Spektralbereich liegt. Durch das Fehlen von Absorptionsbanden im grü-
nen Spektralbereich ergibt sich ihre grüne bzw. blau-grüne Färbung. Die Spektren der Chlo-
rophylle werden über die beiden höchsten besetzten π-Molekülorbitale (HOMO) und die 
beiden niedrigsten unbesetzten π-Molekülorbitale (LUMO) beschrieben. Die beiden Übergän-
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ge niedriger Energie werden als Qx- und Qy- und die Übergänge höherer Energie als Soret-
Banden bezeichnet (s. Abb. 17).[13] 
Durch einen Stokes-Shift sind die Fluoreszenzspektren der Chlorophylle zu längeren Wellen-
längen verschoben und durch die Ähnlichkeit des Grund- und angeregten Zustandes besitzt es 
eine zum Absorptionsspektrum spiegelbildliche Form. 
 
 
Abb. 17: Absorptionsspektren von Chl a (dunkelgrün) und Chl b (türkis) mit Kennzeichnung der Soret-, Qx- und 
Qy-Absorptionsbanden sowie das Fluoreszenzspektrum von LHCII in wässriger Lösung (schwarz).  
 
Die zweite Gruppe von Chlorophyllen sind die in photosynthetisch aktiven Bakterien vor-
kommenden Bakteriochlorophylle. Sie zeichnen sich durch eine größere Variation von Substi-
tuenten am Porphyrin sowie einen reduzierten C-Ring aus, wodurch die Größe des delokali-
sierten π-Elektronensystems stärker variiert und somit andere Absorptionsbereiche resultie-
ren.[12] Da die Bakteriochlorophylle jedoch nicht im Rahmen dieser Arbeit untersucht wurden, 
soll hier nicht weiter auf sie eingegangen werden.  
 
2.5.2 Carotinoide 
Eine weitere wichtige Gruppe der Lichtsammelpigmente sind die Carotinoide. Im Gegensatz 
zu den Chlorophyllen existieren sie in wesentlich mehr Erscheinungsformen. Es sind mehrere 
hundert unterschiedliche Strukturen bekannt, die jedoch charakteristische strukturelle Ge-
meinsamkeiten besitzen. So bestehen sie aus einer meist linearen, ausgedehnten Kohlenwas-
serstoffkette mit Ringstrukturen an ihren Enden. Durch eine unterschiedliche Anzahl an kon-
jugierten Doppelbindungen resultieren unterschiedlich große π-Elektronensysteme, die unter-
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schiedliche spektroskopische Eigenschaften hervorrufen. Viele Carotinoide liegen auch als 
oxidierte Derivate vor, mit Sauerstoffatomen in Form von Hydroxyl- und  Epoxidgruppen. 
Diese oxidierten Carotinoide werden auch als Xanthophylle bezeichnet, während die nicht 
oxidierten unter dem Namen Carotine zusammengefasst werden.[14] 
Durch die große Anzahl von in der Natur existierender Carotinoide soll sich die Beschreibung 
auf diejenigen beschränken, die in den Lichtsammelsystemen von höheren Pflanzen zur Pho-
tosynthese gebunden sind. Das einzige Carotinoid, das in PSII und PSI vorkommt, ist β-
Carotin, während in den peripheren Lichtsammelantennen LHCII, CP24, CP26 und CP29 
Lutein, Neoxanthin und die Xanthophyll-Zyklus-Carotinoide Violaxanthin und Zeaxanthin als 
Lichtsammelpigmente fungieren. Der Ursprung der genannten Carotinoide geht auf Biosyn-
thesen zurück, die ausgehend von Isopren als einfachem Baustein zunächst immer längere 
Ketten bilden, bis das Zwischenprodukt Phytoen erzeugt ist. Da Phytoen durch isolierte Dop-
pelbindungen noch farblos ist und somit kein sichtbares Licht absorbieren kann, wird durch 
Dehydrierungsreaktionen das konjugierte Doppelbindungssystem vergrößert. Es entsteht das 
Carotin Lycopin, von dem aus zwei unterschiedliche Synthesewege beschritten werden kön-
nen (s. Abb. 18). 
Im ersten Zweig der weiteren Synthese wird über zwei Zyklisierungen zunächst δ- und dann 
α-Carotin und über zwei Oxidationen das Carotinoid Zeinoxanthin und schließlich Lutein 
gebildet. Im zweiten Synthese-Zweig erfolgen ebenfalls zuerst zwei Zyklisierungen zur Syn-
these von β-Carotin, aus dem anschließend Violaxanthin, Zeaxanthin und über weitere Schrit-
te trans-Neoxanthin gebildet werden.[49]  
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Abb. 18: Biosynthese der Carotinoide am Beispiel von A. thaliana (frei nach [49]). Die Länge der konjugierten 
Doppelbindungen ist in Klammern angegeben. Der über die Enzyme Zea-Epoxidase und Vio-Deepoxidase 
ablaufende Xanthophyllzyklus mit den am NPQ-Prozess beteiligten Xanthophyllen ist gesondert hervorgehoben. 
 
Die spektroskopischen Eigenschaften von Carotinoiden werden maßgeblich durch ihre konju-
gierten π-Elektronensysteme hervorgerufen. Die Struktur kann vereinfachend als symmetrisch 
betrachtet werden, wodurch sich eine Zugehörigkeit zur C2h-Punktgruppe ergibt.[50] Daher 
besitzen sowohl der S0-Grundzustand als auch der S1-angeregte Zustand Ag-- Symmetrie.[10, 11, 
51, 52] Da Ein-Photonenübergänge nach den Auswahlregeln unter Umkehrung der Parität erfol-
gen müssen, ist keine Absorption oder Fluoreszenz für den S0-S1-Übergang möglich. Zur 
direkten Untersuchung des S1-Niveaus ist somit klassische Spektroskopie nicht geeignet. 
Theorie 23
 
Vielmehr muss die Anregung mittels TPE erfolgen[53, 54], da für diese nicht-lineare Untersu-
chungsmethode umgekehrte Auswahlregeln gelten. Ein weiterer Vorteil in der Verwendung 
von TPE liegt in der selektiven Anregung von Carotinoiden, die bei OPE nicht gegeben ist (s. 
Kapitel 4.1). 
Erst der zweite angeregte Zustand (S2) besitzt mit seiner Bu+-Symmetrie umgekehrte Parität, 
so dass dieser Übergang mittels Ein-Photonen-Prozessen bevölkert werden kann. Dieser 
Übergang ist auch für die Absorptionsbanden zwischen 400 und 500 nm verantwortlich (s. 
Abb. 19), wodurch die Carotinoide ihre rötliche Färbung erhalten. Insgesamt tragen die Caro-
tinoide mit etwa 20-30 % zum Lichtsammeln bei, indem sie nach Anregung ihre Energie zum 
Reaktionszentrum weitergeben. Für die Pflanzen ist insbesondere auch die Vergrößerung des 
zum Lichtsammeln nutzbaren Wellenlängenbereiches von Bedeutung.  
 
 
Abb. 19: Ein-Photonen-Absorptionsspektrum von β-Carotin in n-Oktan (orange) sowie Zweiphotenen-
Anregungsspektrum (rot).[54] Zum Vergleich der Lage der Absorptionsmaxima sind zusätzlich die Chlorophyll-
Absorptionsspektren aus Abb. 17 mit dargestellt. 
 
Obwohl Carotinoide als Lichtsammelpigmente zur Absorption von Licht und damit Energie 
dienen, wirken sie auch am NPQ-Prozess mit und können damit den Energietransfer an das 
Special Pair regulieren. Unter hohen Lichtintensitäten schützen sie die Pflanzen, indem sie als 
Quencher wirken, anstatt die von ihnen aufgenommene Energie an die Chlorophylle zu über-
tragen (s. Abb. 20). Das heißt, dass der Energiefluss umgekehrt und dadurch überschüssige 
Energie in Form von Wärme abgegeben wird.  
Im Kapitel 2.3 wurde der Aufbau eines pH-Gradienten über die Thylakoidmembran vorge-
stellt, der einsetzt, sobald die Lichtreaktionen durch Absorption von Strahlung beginnen. 
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Dieser pH-Gradient triggert die beiden Enzyme Zeaxanthin-Epoxidase (Zep1) und Viola-
xanthin-Deepoxidase (Vde1), die für die Umwandlung der am Xanthophyllzyklus (s. Abb. 18) 
beteiligten Carotinoide verantwortlich sind. Während im dunkeladaptierten Zustand Vio im 
LHCII angereichert ist, erfolgt unter zunehmender Lichteinstrahlung die schrittweise Deepo-
xidierung zu Zea über die Zwischenstufe Antheraxanthin.  
Dabei wird zum einen die Länge des konjugierten π-Elektronensystems um zwei Doppelbin-
dungen vergrößert. Da durch eine Ausdehnung von Molekülorbitalen ihre Energie abgesenkt 
wird, wurde postuliert, dass das S1-Niveau von Zea so weit absinken könnte, dass Zea direkt 
als Quencher wirken könnte. Diese Art des direkten Energie-Quenchens durch Bildung von 
Zea wird auch als Molecular Gear Shift Model bezeichnet.[8] 
 
 
Abb. 20: Energetische Lage der Energieniveaus von Chlorophyll und β-Carotin. links: Im dunkeladaptierten 
Zustand beteiligen sich die Carotinoide am Lichtsammeln. rechts: Im helladaptierten Zustand tragen Carotinoide 
zum Quenchen überschüssiger Energie bei (frei nach [55]).    
 
Zum anderen resultieren aus der Umwandlung auch sterische Unterschiede, die sich auf die 
Konformation der Lichtsammelantennen auswirken könnten. Dabei wurde postuliert, dass 
durch diese Konformationsänderungen Quenching-Zentren gebildet werden könnten, die 
zunächst zur Energieaufnahme und letztlich zur Umwandlung dieser Energie in Wärme füh-
ren könnten.[28, 56] Die an den Quenching-Zentren beteiligten Moleküle konnten jedoch noch 
nicht eindeutig bestimmt werden. Es wurden verschiedene Möglichkeiten vorgeschlagen, in 
welchem Lichtsammelprotein das Quenching-Zentrum liegen könnte (s. Kapitel 2.3.2). 
Die genaue Wirkungsweise der Umwandlung von Vio zu Zea im Rahmen des NPQ-Prozesses 
konnte noch nicht aufgeklärt werden und ist nach wie vor ein stark untersuchtes Forschungs-
gebiet. Jedoch konnte gezeigt werden, dass die Anwesenheit von Zea für diesen Prozess eine 
große Wichtigkeit besitzt.[57-60]  
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Neben den beiden Aufgaben des Lichtsammelns und der Mitwirkung an der Regulation der 
Energieübertragung ans Reaktionszentrum übernehmen Carotinoide auch eine Rolle zum 
Schutz des Photosyntheseapparates vor gefährlichen Nebenprodukten, die bei der Photosyn-
these entstehen. So wird durch Lichteinstrahlung Triplett-Chlorophyll (3Chl) erzeugt, welches 
seine Energie an normalen Triplett-Sauerstoff (3O2) abgeben kann. Dabei wird reaktiver Sin-
gulett-Sauerstoff (1O2) gebildet, welcher durch sein hohes Oxidationsvermögen die Bestand-
teile des Photosystems oxidieren und damit zerstören kann (s. Abb. 21). Durch ihre speziellen 
spektroskopischen Eigenschaften können die Carotinoide jedoch diese Energie über ihren 
niedrig liegenden Triplettzustand aufnehmen und als Wärme abgeben. Dabei kann die Auf-
nahme der Energie zum einen direkt vom 3Chl erfolgen und zum anderen können die Caroti-
noide auch bereits gebildeten Singulett-Sauerstoff wieder abbauen. Durch diese Umwand-
lungsprozesse kann der Photosyntheseapparat der Pflanze vor Beschädigungen bewahrt wer-
den.[26]  
 
 
Abb. 21: Schematische Darstellung der durch die Carotinoide erfolgenden Photoprotektion. (frei nach[57])  
 
2.6 Komponenten des nicht-photochemischen Quenchings 
Wie bereits erläutert, wird die von den Pigmenten absorbierte Energie zur Betreibung der 
photochemischen Prozesse verwendet. Dieser Vorgang wird auch als photochemisches Quen-
chen (qP) bezeichnet, da die Energie durch das Reaktionszentrum abgefangen wird. Unter 
hohen Lichtintensitäten muss es jedoch zum so genannten nicht-photochemischen Quenchen 
(qN bzw. NPQ) kommen, bei dem die überschüssige Energie in Wärme umgewandelt wird, 
um das Reaktionszentrum zu schützen. Zur Erklärung des NPQ-Prozesses wurden verschie-
dene Theorien vorgestellt, wie die Energie gefahrlos abgeleitet werden könnte. Viele dieser 
Theorien basieren auf Erkenntnissen, die mittels Analyse der Fluoreszenz der Chlorophylle 
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gewonnen worden. Da sie mit einfachen, nicht-invasiven Methoden gemessen werden kann, 
hat sich die Messung der Chlorophyll-Fluoreszenz in den letzten Jahren zu einem Standard-
verfahren entwickelt. Sie liefert wertvolle Informationen über die Reaktion von Pflanzen auf 
sich verändernde Umwelteinflüsse und lässt somit Rückschlüsse auf die Funktionsweise des 
Photosyntheseapparates zu.[61, 62]  
Es handelt sich bei der Chlorophyll-Fluoreszenz gewissermaßen um einen Konkurrenzmecha-
nismus zu qP und qN. Denn obwohl die Übertragung ins Reaktions- oder Quenching-Zentrum 
sehr schnell abläuft, werden stets etwa 0,6-3 % der absorbierten Energie als Fluoreszenz 
abgegeben.[63] Durch die Konkurrenzsituation mindern sowohl qP als auch qN die Fluores-
zenzausbeute, was auch als Fluoreszenz-Löschung (Quenchen) bezeichnet wird. Ein Anstieg 
von qP oder qN wird also durch einen Anstieg der Fluoreszenz-Löschung widergespiegelt.  
Das im Rahmen dieser Arbeit untersuchte nicht-photochemische Quenchen setzt sich als 
Summe von drei Komponenten zusammen, die unterschiedliche Kinetiken nach einer erfolg-
ten Lichteinstrahlung aufweisen: 
 
 qIqTqEqN ++=  (10)
 
Das energieabhängige bzw. ΔpH-abhängige Quenchen qE stellt die Komponente mit der 
schnellsten Relaxationskinetik dar (t0,5 ≈ 1 min).[64] Die Abkürzung NPQ wird häufig als 
Synonym für qE verwendet, wobei in diesem Kapitel eine klare Trennung und Erklärung der 
drei Komponenten erfolgen soll. Im Anschluss an dieses Kapitel wird ebenfalls vereinfachend 
von NPQ gesprochen werden. qE wird durch einen hohen pH-Gradienten über der Thylakoid-
Membran hervorgerufen, der auftritt, sobald der Photosyntheseapparat hohen Lichtbedingun-
gen ausgesetzt ist.[64] Diese pH-Änderung ist in der Lage, sehr schnell auf die veränderten 
Rahmenbedingungen zu reagieren und die Mechanismen zu triggern, die die Pflanzen vor 
Photooxidation schützen. Die Prozesse, die durch den veränderten pH-Wert in Gang gesetzt 
werden, umfassen eventuelle Konformationsänderungen in den Lichtsammelantennen, die 
Ingangsetzung des Xanthophyllzyklus und ein Mitwirken von PsbS. Fällt der pH-Wert im 
Lumen unter einen bestimmten Wert, so wird durch den Xanthophyllzyklus Vio in Zea um-
gewandelt[65], welches in vielen Experimenten eine starke Korrelation mit qE zeigte.[1, 6, 57, 66] 
Konformationsänderungen der Antennenkomplexe werden auch immer wieder als mögliche 
Ursache für qE genannt, wobei unterschiedliche Mechanismen als Möglichkeiten vorgeschla-
gen werden.[25, 28, 67, 68] Eine besonders große Rolle am qE-Prozess wird PsbS zugeschrieben, 
da Mutanten ohne dieses Protein stark verringerte Quenching-Fähigkeiten aufweisen.[45]  
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Das State-Transition Quenching qT wirkt auf einer Zeitskala von etwa 5-10 min[64] und spie-
gelt die Prozesse wider, die für die Regulation der Energieverteilung zwischen den Photosys-
temen sorgen. Sie erfolgen durch Phosphorylierung der Lichtsammelantennen, wodurch diese 
vom PSII getrennt werden. Da diese Komponente des qT jedoch nur unter schwachen Licht-
verhältnissen eine Rolle spielt, kann sie im Folgenden vernachlässigt werden.[69]  
Das photoinhibitorische Quenchen (qI) hat die längste Relaxationskinetik der drei Komponen-
ten (t0 ≈ 30 min).[3] Es spielt erst bei sehr hohen Lichtintensitäten, die über einen längeren 
Zeitraum auf die Pflanze wirken, eine Rolle. Dabei kommt es zu einer partiellen Deaktivie-
rung des D1-Proteins im PSII und damit einhergehender Verringerung von Kohlendioxid-
Assimilation und Sauerstoffbildung.[70] 
 
2.7 Energietransfermechanismen 
Die von den Lichtsammelpigmenten absorbierte Energie muss möglichst ohne Verluste an das 
Reaktionszentrum weitergeleitet werden, um genügend Energie für die Photosynthese bereit-
zustellen. Da alleine die am Rand liegenden Pigmente im PSII einen Abstand von mehr als 
100 Å zum Special Pair haben und die Pigmente in den peripheren Lichtsammelkomplexen 
noch weiter entfernt liegen, benötigt die Pflanze einen Mechanismus zur Energieübertragung 
mit minimalen Verlusten. Eine direkte Übertragung der Energie von so weit voneinander 
entfernten Molekülen besitzt nicht die benötigte Effizienz, so dass die Energie in mehreren 
Schritten von Pigment zu Pigment bis zum Special Pair übertragen wird. Dieser Transfer 
muss in Zeitspannen ablaufen, die wesentlich kürzer sind als die Lebensdauer des angeregten 
Chlorophyll-Zustandes. Die Energie würde sonst in Wärme umgewandelt oder in Form von 
Fluoreszenz emittiert werden. Damit stünde die Energie nicht mehr für die Reaktionen im 
Rahmen der Biosynthese zur Verfügung.   
In den Lichtsammelkomplexen findet der so genannte Energietransfer nach Förster statt (s. 
Kapitel 2.7.1). Dabei wird die Energie direkt auf Nachbarmoleküle übertragen. Diese Art der 
Energieübertragung unterscheidet sich grundlegend von dem trivialen Weg der Fluoreszenz-
emission des Donormoleküls und anschließender Absorption durch das Akzeptormolekül. Ein 
weiterer Energietransfermechanismus ist der Dexter-Energietransfer, welcher eine Rolle bei 
der Photoprotektion der Pflanzen spielt (s. Kapitel 2.7.2).  
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2.7.1 Förster-Energietransfer 
Der Försterenergietransfer erfolgt durch coulombsche Wechselwirkungen zwischen den Ü-
bergängen von Donor und Akzeptor. Coulombsche Wechselwirkungen werden mit Hilfe von 
Formeln aus der Elektrostatik beschrieben. Die Übergangsdichte M wird oft vereinfachend als 
klassischer, oszillierender Übergangsdipol μ beschrieben.[71] 
Im Rahmen des Försterenergietransfers induziert dieser oszillierende Dipol in Nachbarmole-
külen, die sich im Grundzustand befinden, ebenfalls eine Oszillation. Unter Resonanzbedin-
gungen kann so die Energie von einem Molekül auf das nächste übertragen werden (s. Abb. 
22). Dabei kehrt der Donor wieder in den Grundzustand zurück. 
 
 
Abb. 22: Energieübertragung im Rahmen des Förster-Energietransfers.[48] 
 
Die Kopplung V zwischen zwei Übergangsdipolen ist proportional zu 
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mit μD und μA als Übergangsdipolen und RDA als Abstand zwischen Donor und Akzeptor. Die 
Rate des Energietransfers kET ist zu dem Quadrat der Kopplung proportional, so dass sich 
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für die Energieübertragungsrate ergibt.[72, 73] Damit ist die Energietransferrate umgekehrt 
proportional zur sechsten Potenz des Abstandes zwischen den beteiligten Molekülen. 
Die Distanz, bei der der Försterenergietransfer mit einer Effizienz von 50 % abläuft, wird 
auch als Förster-Radius bezeichnet (s. Abb. 23). Für eine Energieübertragung zwischen zwei 
Chlorophyll a Molekülen beträgt er beispielsweise 80-90 Å und für die Übertragung von β-
Carotin auf ein Chlorophyll a Molekül 50 Å.[74] 
Theorie 29
 
Die Energietransferrate lässt sich auch durch das Verhältnis zwischen Förster-Radius R0 und 
Abstand zwischen Donor und Akzeptor ermitteln 
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mit τD als Lebenszeit des angeregten Zustandes des Donormoleküls in Abwesenheit eines 
Akzeptors und r als Abstand zwischen Donor und Akzeptor. Ist der Abstand zwischen Donor 
und Akzeptor kleiner als der Förster-Radius, so dominiert der Energietransfer. Ist der Abstand 
größer als R0, dominiert die Desaktivierung des Donormoleküls. 
 
 
Abb. 23: Abnahme der Transfereffizienz mit Zunahme des Abstandes des Försterpaares. 
 
In der Literatur wird oft für ein gegebenes Donor-Akzeptor-Paar der Förster-Radius angege-
ben[75], da dieser alle experimentellen Parameter vereint und somit ein Maß für die Effizienz 
des Energietransfers ist. Er errechnet sich nach 
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mit κ2 als Orientierungsfaktor, welcher je nach Orientierung von Donor und Akzeptor zuein-
ander Werte zwischen null und vier einnehmen kann. Sind Donor und Akzeptor in Lösung, so 
ergibt sich ein gemittelter Wert von 2/3, der häufig auch zur Vereinfachung verwendet wird, 
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wenn die genauen Ausrichtungen unbekannt sind. Mit n ist der Brechungsindex des Mediums 
bezeichnet. JAD ist die spektrale Überlappung (s. Abb. 24) zwischen Donor und Akzeptor und 
ergibt sich zu 
 
 ( ) ( ) λλλλε dfJ DAAD 4∫=  (15)
 
mit fD als normalisiertem Fluoreszenzspektrum des Donors und εA als dem normalisierten 
Absorptionsspektrum des Akzeptors, wobei zu beachten ist, dass die Verwendung von 
Fluoreszenz- und Absorptionsspektrum nicht bedeutet, dass es zu Fluoreszenz und an-
schließender Absorption kommt. Vielmehr ist eine Überlappung für die energetische Kom-
patibilität notwendig.[71] 
 
 
Abb. 24: Fluoreszenz- und Absorptionsspektren mit zugehörigem Überlappungsintegral. 
 
Bei günstiger Ausrichtung von Donor und Akzeptor und guter spektraler Überlappung können 
mit dem Energietransfer nach Förster auch Distanzen von 100 Å überbrückt werden. Die 
Abstände zwischen den Lichtsammelpigmenten betragen meist nur 8-16 Å. Bei einer Lebens-
zeit von 2-4 ns von angeregtem Chlorophyll sind somit bis zu 100 Übertragungen möglich, 
ohne dass mehr als 10 % der Energie verloren gehen, was die große Effizienz des Photosyn-
theseapparates eindrucksvoll veranschaulicht (s. Abb. 25). 
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Abb. 25: Schematische Darstellung der Lichtabsorption durch einen Antennenkomplex und schrittweise Über-
tragung der Energie auf ein Reaktionszentrum (mit Daten aus [20, 22] frei nach [76]). 
 
2.7.2 Dexter-Energietransfer 
Während der Energietransfer nach Förster durch coulombsche Wechselwirkungen induziert 
wird, erfolgt der Energietransfer nach Dexter durch Überlappung der Wellenfunktionen von 
Donor und Akzeptor.[77] Dabei kommt es zu einem Elektronenaustausch zwischen Donor und 
Akzeptor (s. Abb. 26), weshalb dieser Mechanismus auch oft als Austauschmechanismus 
bezeichnet wird. Dabei wird das angeregte Elektron des Donor-Moleküls in das LUMO des 
Akzeptors übertragen und der Akzeptor überträgt ein Elektron aus dem HOMO an den Donor. 
 
 
Abb. 26: Energieübertragung im Rahmen des Dexter-Energietransfers.[48] 
 
Für die Geschwindigkeitskonstante der Energieübertragung von Donor auf Akzeptor fand 
Dexter den Zusammenhang[77] 
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mit JAD als spektralem Überlappungsintegral, K als Maß für die Orbitalwechselwirkungen und 
L als Summe der van-der-Waals Radien. Der Energietransfer nimmt also exponentiell mit der 
Entfernung der beteiligten Moleküle ab, weshalb dieser Mechanismus nur über sehr kurze 
Distanzen wirken kann.  
Im Photosyntheseapparat der Pflanzen spielt der Energietransfer nach Dexter bei der Photo-
protektion eine Rolle, bei der es zu einer direkten Energieübertragung von 3Chl oder 1O2 auf 
Carotinoide kommt.[78] 
 
2.8 Exzitonische Zustände 
Das Konzept der exzitonischen Wechselwirkungen dient zur Erklärung und Beschreibung der 
spektralen Eigenschaften, elektronischen Anregungsdynamiken und dem Fluss von Anre-
gungsenergie in molekularen Komplexen und biologischen Strukturen. Exzitonische Zustände 
werden dabei durch intermolekulare Wechselwirkungen hervorgerufen, wie sie auch zwischen 
Pigmenten in Lichtsammelkomplexen auftreten. Den dominierenden Anteil besitzen cou-
lombsche Wechselwirkungen, die durch unterschiedliche Verteilungen der Ladungsdichten 
der beteiligten Moleküle hervorgerufen werden. 
Der einfachste Fall sind zwei Moleküle, die sich in engem räumlichen Kontakt zueinander 
befinden und gleiche Energieniveaus besitzen. Darüber hinaus wird zur Vereinfachung ange-
nommen, dass die beiden Moleküle nur über jeweils zwei Energieniveaus verfügen. In diesem 
einfachen Modell werden zudem nur Dipol-Dipol-Wechselwirkungen als Näherung der cou-
lombschen Wechselwirkungen betrachtet, da die Multipol-Wechselwirkungen über größere 
Distanzen vernachlässigt werden können. 
Wenn die Moleküle wechselwirken, kommt es zu einer Aufspaltung der zuvor energetisch 
gleichen angeregten Energieniveaus. Dabei entsteht ein höheres und ein niedrigeres Energie-
niveau (s. Abb. 27).  
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Abb. 27: Schematische Aufspaltung des Energie-Niveaus zweier Monomere unter coulombscher  Wechselwir-
kung (frei nach [13]). 
 
Für die Energien der beiden neuen Zustände E+ und E- ergibt sich: 
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mit E1 und E2 als Energien der wechselwirkenden Ausgangsenergieniveaus der Monomere 
und V12 als Kopplungsenergie oder Exciton Splitting. Die Größe der Aufspaltung hängt dabei 
sowohl von der Distanz der miteinander wechselwirkenden Pigmente und ihrer Ausrichtung 
zueinander ab. Die Veränderung der mittleren Energie zwischen den beiden Ausgangszustän-
den in Bezug auf den Grundzustand wird auch als Displacement Energy bezeichnet. Dieser 
Effekt kann zu einer sichtbaren Verschiebung der Absorptionsspektren in den roten Spektral-
bereich führen, wenn die Aufspaltung groß genug ist.  
 
Die oben getroffenen Annahmen von gleichen Energieniveaus sind jedoch bei in Proteinen 
gebundenen Pigmenten meist nicht gegeben. Die unterschiedlichen Umgebungen der Pigmen-
te führen zu individuellen Energieniveaus, die sich alle leicht voneinander unterscheiden. 
Zudem wird der Pigment-Pool der photosynthetisch aktiven Proteine aus einer Vielzahl von 
unterschiedlichen Pigmenten gebildet (s. Kapitel 2.5). Ihre Energieniveaus sind in der Regel 
nicht gleich, sondern können leichte bis große Unterschiede zueinander aufweisen. 
Auch für zwei Pigmente mit unterschiedlichen Energieniveaus können die Wechselwirkungen 
und die daraus resultierenden Veränderungen der Energieniveaus berechnet werden. Die 
Berechnung erfolgt dabei analog zum einfachsten Fall und liefert für die neuen Energieni-
veaus: 
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mit δ als Differenz der Ausgangsenergieniveaus. 
Es bilden sich also ebenfalls durch Wechselwirkung der Ausgangsenergieniveaus neue Ener-
gieniveaus. Wenn die Kopplungsenergie V12 wesentlich größer als die Differenz der Aus-
gangsniveaus δ ist, wird der Grenzfall gleicher Ausgangsenergieniveaus erreicht. Im umge-
kehrten Fall kommt es zu nahezu keiner Wechselwirkung und die beiden Moleküle behalten 
ihre eigene Identität. 
Da sich in den photosynthetisch aktiven Proteinen eine Vielzahl von Pigmenten befinden, 
kann in einem letzten Schritt das Modell auf n Pigmente erweitert werden. Unter erneuter 
Verwendung der Näherung, dass alle beteiligten Pigmente nur zwei Energieniveaus besitzen 
ergibt sich in diesem Fall, dass die resultierenden Energieniveaus über einen breiten energeti-
schen Bereich aufspalten. In der Summe entsprechen die Energien der neuen Zustände jedoch 
der Summe der Energien der individuellen Pigmente. Dies wird auch als Summen-Regel 
bezeichnet. Um jedoch aus vielen beteiligten Pigmenten und ihren Orientierungen zueinander 
ein experimentell gewonnenes Spektrum modellieren zu können, müssen die zuvor getroffe-
nen Vereinfachungen aufgehoben und die Berechnungen verfeinert werden.[79] 
3 Experimenteller Teil 
3.1 Lasersystem 
Die Untersuchung der Energietransfer-Mechanismen im Photosyntheseapparat der Pflanzen 
erfolgt mittels Messung der Chlorophyll-Fluoreszenz nach Ein-Photonen-Anregung der Chlo-
rophylle und Zwei-Photonen-Anregung der Carotinoide. Während die Ein-Photonen-
Anregung der Chlorophylle mittels konventioneller Spektroskopie möglich ist, kommen zur 
Zwei-Photonen-Anregung der Carotinoide nicht-lineare, spektroskopische Methoden zur 
Anwendung, wozu monochromatisches Infrarot-Licht benötigt wird. Die Anregungswahr-
scheinlichkeit bei der Zwei-Photonen-Anregung hängt vom Quadrat der Anregungsintensität 
ab. Daher sind hohe Intensitäten notwendig, um eine ausreichende Besetzung des angeregten 
Zustandes zu erreichen. Deshalb erfolgt die Anregung mittels eines Femtosekunden-
Lasersystems, da dieses zum einen die hohe Anregungsleistung bietet und zum anderen die 
Proben durch die gepulsten Strahlen weniger Schaden nehmen als bei kontinuierlicher Be-
strahlung. Die verwendeten Komponenten des Laseraufbaus zur Erzeugung der benötigten 
Strahlung sind in Abb. 28 dargestellt. 
 
 
Abb. 28: Schematischer Aufbau des verwendeten Lasersystems.[48] 
 
Die Femtosekundenpulse werden durch einen Vitesse Duo Laser erzeugt, in welchem ein 
Verdi-Festkörperlaser einen Laseroszillator pumpt und somit die ultrakurzen Pulse erzeugt 
werden. Da diese Pulse jedoch noch nicht die benötigte Intensität besitzen, werden sie in 
einem regenerativen Verstärker (RegA 9000) durch das vom Verdi-Festkörperlaser emittierte 
Laserlicht verstärkt. Anschließend wird das gepulste Laserlicht hoher Energie in den optisch 
parametrischen Verstärker (OPA) gelenkt, mit welchem die Erzeugung der für das Experi-
ment benötigten Infrarot-Pulse erfolgt. 
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Sowohl der Vitesse Duo, der RegA 9000 als auch der OPA 9400 stammen von der Firma 
Coherent, USA. Im Folgenden werden die einzelnen Komponenten des Lasersystems erläutert 
und ihre Funktionsweise erklärt. Im Anschluss daran erfolgt die Beschreibung des Gerätes zur 
Ein-Photonen-Anregung und des Versuchsaufbaus, der im Rahmen der Promotion entworfen 
wurde. 
 
3.1.1 Vitesse Duo 
Bei dem Vitesse Duo handelt es sich um einen Verdi gepumpten Laser, der Femtosekunden-
pulse mit einer Wiederholrate von 80 MHz bei einer Zentralwellenlänge von ca. 800 nm 
erzeugt (s. Abb. 29). Der Verdi-Festkörperlaser ist im Vitesse Duo integriert, so dass sich ein 
geschlossenes und damit wartungsunanfälliges System ergibt.  
 
 
Abb. 29: Schematischer Aufbau des Vitesse Duo Lasers.[48, 80] LBO: Lithiumtriborat, AK: astigmatischer Kom-
pensator, OD: Optische Diode, Nd:YVO4: Vanadat, Ti:S: Titan-Saphir Kristall, NDM: Negative Dispersion 
Mirror, PM: Powertrack Mirror. 
 
Das Pumpen des Verdi-Festkörperlasers erfolgt über ein Glasfaserkabel, das den Verdi mit 
einem externen Dioden-Array verbindet. Die Laserdioden emittieren Licht bei 808 nm und 
pumpen den in der Verdi-Kavität befindlichen Vanadat-Kristall (Nd:YVO4). Die Emission 
des Vanadat-Kristalls erfolgt bei 1064 nm, wird jedoch durch den in der Kavität befindlichen 
Lithiumtriborat-(LBO)-Kristall frequenzverdoppelt. Um einen unidirektionalen Betrieb zu 
erzwingen, ist weiterhin eine optische Diode in die Kavität integriert. Zur Vermeidung unge-
wünschter Longitudinal-Moden wird ein Quarzglas-Etalon verwendet.  
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Über einen teildurchlässigen Spiegel werden 10 W Continuous Wave-(cw)-Leistung aus dem 
Verdi ausgekoppelt, zum hauptsächlichen Teil aus dem Vitesse Duo Laser gelenkt und zum 
Pumpen des regenerativen Verstärkers verwendet (s. Kapitel 3.1.2). Ein Teil dieses Lichtes 
wird über einen Powertrack-Spiegel in den (Verdi Pumped Ultra Fast)-VPUF-Laser gelenkt. 
Der Powertrack-Spiegel sorgt über Steuerung durch piezoelektrische Kristalle für eine opti-
male Einkopplung des Pumpstrahls in den VPUF-Laser. Der VPUF besteht aus einer Laser-
kavität, in deren Zentrum sich ein Titan-Saphir-(Ti:Al2O3)-Kristall als Wirtsmedium befindet. 
Er wird durch das 532 nm Licht angeregt und emittiert bei 800 nm. Um vom cw-Lasen auf 
das gewünschte gepulste Lasen zu kommen, muss die Kavität für einen gepulsten Betrieb 
optimiert werden. Zu diesem Zweck wurde die Kavität so ausgelegt, dass über einen Starter 
anfangs erzeugte Intensitätsfluktuationen verstärkt werden, während das cw-Licht am Lasen 
gehindert wird. Dies wird über den so genannten Kerr-Linsen-Effekt erreicht.[81] Dabei wird 
ausgenutzt, dass durch hohe Intensitäten in bestimmten Kristallen Änderungen der Brechzahl 
hervorgerufen werden können. In der Mitte des Laserstrahls, in dem die Intensität am höchs-
ten ist, kommt es somit zu einer stärkeren Veränderung des Brechungsindexes, wodurch eine 
Kerr-Linse erzeugt wird, die das Licht hoher Intensität fokussiert. Der Strahldurchmesser der 
gepulsten Intensitätsschwankung ist somit geringer als der Durchmesser des cw-Lichtes. 
Daher kann über einen schmalen Schlitz hinter dem Kristall anschließend ein Teil des cw-
Lichtes blockiert und das stärker fokussierte gepulste Licht durchgelassen werden. Wurde 
dieser Prozess einmal durch den Starter in Gang gesetzt, verstärkt er sich durch die Kavität 
und hält sich selbstständig am Laufen.  
Durch das mehrmalige Durchlaufen des Kristalls in der Kavität erfolgt jedoch eine Verbreite-
rung des Pulses, da die Unterschiede in der Wellenlänge des Lichtes durch die Dispersion 
unterschiedliche Laufzeiten im Kristall besitzen. Dieses als Chirp bezeichnete Frequenzkonti-
nuum wird über Negative Dispersion Mirrors (NDM-Spiegel) ausgeglichen. 
Über einen teildurchlässigen Spiegel werden 800 nm Pulse mit einer Länge von ca. 100 fs und 
einer Leistung von etwa 114 mW aus dem VPUF geleitet und über zwei externe Spiegel in 
den regenerativen Verstärker gelenkt. 
 
3.1.2 Regenerativer Verstärker (RegA 9000) 
Im RegA 9000 werden die im Vitesse Duo erzeugten 800 nm Femtosekundenpulse verstärkt, 
um ausreichend Energie zur Zwei-Photonen-Anregung zur Verfügung zu haben. Der Aufbau 
des RegA 9000 ist in Abb. 30 dargestellt. 
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Abb. 30: Schematischer Aufbau des regenerativen Verstärkers RegA 9000.[48, 82] QS: Q-Switch, CD: Cavity 
Dumper, FI: Faraday Isolator, CP: Cube Polarizer, DG: Diffraction Grating, Ti:S: Titan-Saphir Kristall, QR: 
Quarz-Rotator 
 
Im RegA 9000 wird als Verstärkermedium ein Titan-Saphir-Kristall verwendet, der sich in 
einer Kavität befindet. Dieser wird mit dem kontinuierlichen 532 nm Laserstrahl des Vitesse 
Duo gepumpt, um genügend Energie zur Verstärkung der Femtosekundenpulse zu erlangen. 
Damit sich genügend Energie aufbauen kann, muss in der Kavität unerwünschtes Lasen ver-
hindert werden, weshalb ein Q-Switch als Güteschalter in die Kavität integriert ist. Bei ihm 
handelt es sich um einen aus Tellurdioxid bestehenden akusto-optischen Modulator, der durch 
eine akustische Welle seine Brechkraft ändert und für die Dauer des Energieaufbaus im Titan-
Saphir Kristall den Strahl in der Kavität ablenkt und somit das Zustandekommen von Lasen 
unterbindet.  
Der aus dem Vitesse Duo kommende Femtosekundenpulszug wird über den Faraday Isolator 
in Richtung Kavität gelenkt. Dabei verhindert der Faraday Isolator ein Zusammenlaufen von 
dem eingehenden und dem ausgehenden Pulszug. Dazu wird die ursprüngliche horizontale 
Polarisation durch den kubischen Polarisator um λ/2 gedreht. Über einen Umlenkspiegel wird 
der Strahl auf einen im Faraday Isolator integrierten Spiegel geworfen, der für senkrecht 
polarisiertes Licht reflektiv und für horizontales transmittiv ist. Der Strahl wird durch den 
Faraday Isolator gelenkt, der die Polarisation um λ/4 dreht. Anschließend durchläuft er den 
Quarz-Rotator, der die Polarisation um weitere λ/4 dreht, so dass der Strahl wie zu Beginn 
horizontal polarisiert ist. In umgekehrte Richtung dreht der Quarz-Rotator die Polarisation um 
- λ/4 und der Faraday Isolator wiederum um λ/4, so dass die horizontale Polarisation wieder 
hergestellt wird und der Strahl in umgekehrter Richtung den in den Faraday Isolator integ-
rierten Spiegel passieren kann. 
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Der über den Faraday Isolator in Richtung Kavität gelenkte Pulszug trifft auf den Cavity 
Dumper, bei dem es sich ebenso wie beim Q-Switch um einen aus Tellurdioxid bestehenden 
akusto-optischen Modulator handelt. Normalerweise wird der eingehende Pulszug durch den 
Cavity Dumper transmittiert, so dass kein Puls in die Kavität gelenkt wird. Über einen zum 
Pulszug synchronisierten 400-MHz-Radiopuls kann jedoch die Brechzahl des Tellurdioxid-
Kristalls geändert werden, sobald sich genügend Energie im Titan-Saphir-Kristall aufgebaut 
hat. Durch die Änderung der Brechzahl werden 50 % des selektierten Pulses abgelenkt und 
50 % transmittiert. Über einen Hohlspiegel werden sie zurück in den Cavity Dumper reflek-
tiert, in welchem sie über interferometrische Effekte zu 100 % in die Kavität eingespeist 
werden. 
Zeitlich synchronisiert zur Einspeisung des Pulses in die Kavität wird der Q-Switch ausge-
schaltet, so dass das Lasen nicht mehr unterdrückt wird und der Puls durch 25 bis 30 Umläufe 
in der Kavität durch die im Titan-Saphir-Kristall gespeicherte Energie maximal verstärkt 
wird. Nach erfolgter Verstärkung wird mittels eines erneuten akustischen Pulses im Cavity 
Dumper der verstärkte Puls ausgekoppelt und der Q-Switch wieder eingeschaltet, damit sich 
im Titan-Saphir-Kristall wieder genug Energie aufbauen („regenerieren“) kann. Die Wieder-
holrate der ausgekoppelten Pulse liegt bei etwa 125 kHz, was bedeutet, dass jeder 640te Puls 
selektiert und verstärkt wird.  
Bei den 25 bis 30 Umläufen in der Kavität wirkt der Q-Switch als disperses Element, was 
dazu führt, dass die unterschiedlichen Wellenlängenanteile des Pulses zeitlich gestreckt wer-
den. Dies ist nötig, damit Leistungsspitzen im Verstärkungsprozess vermieden werden, die 
den Titan-Saphir-Kristall beschädigen oder zu unerwünschten optischen Effekten führen 
könnten. Allerdings verlängert sich dabei die Pulslänge auf etwa 30 ps, so dass eine Kompres-
sion erfolgen muss, um die gewünschten Femtosekundenpulse zu erhalten (s. Abb. 31).  
 
 
Abb. 31: Prinzip der erfolgenden Pulsverbreiterung zur Vermeidung von Leistungsspitzen, anschließende 
Verstärkung und Kompression der Pulse. 
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Dieser Vorgang erfolgt im Kompressor, dessen zentrales Bauteil ein optisches Gitter ist, das 
die zeitlich zuerst ankommenden Anteile anders als die später kommenden blauen Anteile 
beugt, so dass dieser spektrale Versatz durch einen vierfachen Durchlauf des Gitters aufgeho-
ben werden kann. Nach Verlassen des Kompressors werden die verstärkten und auf etwa 
220 fs komprimierten Pulse aus dem RegA ausgekoppelt und in den optisch parametrischen 
Verstärker gelenkt. 
 
3.1.3 Optisch parametrischer Verstärker (OPA 9400) 
Zur Durchführung der Zwei-Photonen-Anregung von Carotinoiden muss eine Frequenzkon-
version der ursprünglichen 800 nm Pulse erfolgen. Dazu wird ein optisch parametrischer 
Verstärker verwendet, mit dem die Wellenlänge über einen weiten Bereich durchstimmbar ist. 
Der Aufbau des verwendeten Verstärkers ist in Abb. 32 dargestellt. 
 
 
Abb. 32: Schematischer Aufbau des optisch parametrischen Verstärkers.[48, 83] S: Saphir-Kristall, SHG: BBO-
Kristall zur Frequenzverdopplung (Second Harmonic Generation), OPA: BBO-Kristall zur Frequenzmixung 
(Optic Parametric Amplification) 
 
Das Prinzip der optisch parametrischen Verstärkung beruht auf der Umwandlung eines Pump-
Photons in zwei Photonen unterschiedlicher Wellenlänge, die als Signal-Puls und Idler-Puls 
bezeichnet werden. Im Falle des OPA 9400 kann die Signal-Wellenlänge zwischen 500 und 
700 nm liegen und die des Idlers zwischen 920 und 2400 nm. Bei dieser Umwandlung muss 
die Energiebilanz eingehalten werden, so dass gilt:  
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Um die Frequenzdurchstimmung durchzuführen wird zunächst der Pump-Strahl erzeugt. Dazu 
werden 75 % der Energie des aus dem RegA kommenden Pulses über einen teilreflektiven 
Spiegel ausgekoppelt und über eine Linse in einen Beta Barium Borat-(BBO)-Kristall fokus-
siert. Durch nichtlineare optische Effekte wird in diesem Kristall der Puls frequenzverdoppelt, 
so dass 400 nm Pulse resultieren. Über einen Umlenkspiegel, eine Linse und dielektrischen 
Spiegel, der nur für 400 nm reflektiv ist, wird der Puls in einen zweiten BBO-Kristall fokus-
siert, in dem der eigentliche Prozess der optisch parametrischen Verstärkung stattfindet. 
Die restlichen 25 % der Energie werden in ein Saphir-Plättchen fokussiert, in welchem es zur 
Weißlichterzeugung kommt. Dies geschieht durch die erzeugten hohen Lichtintensitäten im 
Saphirplättchen, wodurch es zu einer Brechzahländerung kommt, die wiederum Selbstfokus-
sierung und Selbstphasenmodulation bewirkt. Aus dem ursprünglichen Puls mit einer Zent-
ralwellenlänge von 800 nm wird ein breitbandiges Wellenlängenkontinuum erzeugt, das von 
etwa 340 – 1200 nm reicht, so dass das entstehende Licht dem menschlichen Auge weiß 
erscheint. Jedoch werden nur ca. 5 % über den kompletten Bereich verschoben, während der 
Hauptteil nahe bei 800 nm bleibt. Der erzeugte Weißlichtpuls weist einen starken positiven 
chirp auf, das heißt, dass sich die roten Anteile am Anfang des Pulses befinden und die blauen 
Anteile am Ende.   
Dieser Weißlichtpuls wird nun im zweiten BBO-Kristall mit dem Pump-Puls überlagert, 
worauf es zur parametrischen Verstärkung kommt. Mittels einer Mikrometerstage kann ein 
Weg- und damit Zeitversatz des Weißlichtpulses erzeugt werden, und somit ein beliebiger 
Teil des Wellenlängenkontinuums mit dem Pump-Puls überlagert werden. Nach Gl. (19) wird 
die über die Mikrometerstage selektierte Wellenlänge verstärkt und eine zusätzliche Wellen-
länge, der sogenannte Idler, generiert. Der Idler erzeugt über Wechselwirkung mit dem 
Pump-Puls nach Gl. (19) Licht mit der Wellenlänge des Signals. Dieser Prozess setzt sich 
alternierend fort, wodurch die Intensität von Signal und Idler immer mehr zunehmen. 
Da beim ersten Durchgang durch den BBO-Kristall die selektierten Wellenlängen noch nicht 
genug verstärkt sind, werden Pump-Strahl und Signal/Idler-Strahl über einen dielektrischen 
Spiegel getrennt, retroreflektiert und erneut im BBO zur Überlagerung gebracht, um einen 
Sättigungszustand der drei Wellenlängen zu erreichen. Signal und Idler werden über den 
ersten dielektrischen Spiegel vom Pump-Puls separiert und mittels weiterer Spiegel aus dem 
OPA ausgekoppelt. 
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Signal und Idler stehen somit für Experimente zur Verfügung, ebenso wie ein Teil des Weiß-
lichtes, das über einen eins zu fünf Strahlenteiler die erste Stage passieren konnte.  
 
3.2 PAM Fluorometer (Pulse Amplitude Modulation) 
Die Chlorophyll a-Fluoreszenz stellt eine wichtige Signatur der photosynthetischen Aktivität 
der Pflanzen dar.[26] Da diese Fluoreszenz mit den Prozessen der qP und qN bzw. NPQ kon-
kurriert, lassen sich durch Beobachtung und Analyse der Fluoreszenzintensität Rückschlüsse 
über Veränderungen in der Nutzung der Lichtenergie ziehen.  
Zur Beobachtung der Chlorophyll a-Fluoreszenz hat sich ein Standardgerät etabliert, das es 
erlaubt, die einzelnen Bestandteile des NPQ in vivo zu untersuchen. Hierbei handelt es sich 
um das von Schreiber entwickelte Pulse Amplitude Modulation (PAM) Fluorometer.[84]  
Kernstück des Fluorometers ist die Steuerbox, die die notwendige Elektronik, die Detektions-
einheit und die Lichtquellen zur Bestrahlung enthält. An die Box ist ein Glasfaserkabel ange-
schlossen, das Licht auf die zu untersuchende Pflanze lenkt sowie die Fluoreszenz einfängt 
und zum Detektor in der Box leitet. Zur Untersuchung enthält das PAM-Fluorometer drei 
verschiedene Lichtquellen, die unterschiedliche Aufgaben erfüllen.  
Bei der ersten Lampe handelt es sich um eine Halogenlampe, die ein breites Wellenlängen-
spektrum emittiert, wodurch das Sonnenlicht simuliert wird. Dieses Licht wird auch als akti-
nisches Licht bezeichnet und kann zwischen 0 und 2500 μEinstein variiert werden. Für ein-
zelne Sättigungspulse können Intensitäten zwischen 0 und 12000 μEinstein gewählt werden. 
Die Emission der Halogenlampe reicht von 400 bis 770 nm, wobei im verwendeten Aufbau 
ein Filter in den Strahlengang eingebaut wurde (AHF Analysentechnik, OD6 >700 nm), um 
das Streulicht bei der Detektion der Chlorophyll-Fluoreszenz nach Zwei-Photonen-Anregung 
der Carotinoide zu verringern. 
Zur Messung der Fluoreszenzausbeute wird das so genannte modulierte Messlicht (Measuring 
Light) verwendet. Dabei handelt es sich um moduliertes 594 nm Licht geringer Intensität, das 
von einer LED-Lampe emittiert wird. Das Detektionssystem muss äußerst selektiv sein, um in 
der Lage zu sein, die durch das modulierte Messlicht hervorgerufene Fluoreszenz von Umge-
bungslicht und der weitaus höheren Fluoreszenz, die durch das aktinische Licht hervorgerufen 
wurde, zu trennen. Zu diesem Zweck wird moduliertes Licht verwendet, so dass die hervorge-
rufenen Schwankungen der Fluoreszenz die gleiche Modulation aufweisen, wodurch die 
Fluoreszenzausbeute von den restlichen Fluoreszenzsignalen und Streulicht durch die Elekt-
ronik getrennt werden kann. 
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Die dritte Lichtquelle ist eine weitere LED, die nicht moduliert ist und bei 720 nm emittiert. 
Sie wird als Far Red-Licht bezeichnet und dient zur selektiven Anregung des PSI.  
An Pflanzen wurde eine Standardprozedur entwickelt (s. Abb. 33), um Einblicke in die Pro-
zesse des NPQ zu erhalten.[85] Zunächst muss die zu untersuchende Pflanze 30 Minuten dun-
keladaptiert werden, wodurch sämtliche noch im Blatt ablaufenden Photosyntheseprozesse im 
Rahmen der Lichtreaktion zum Erliegen kommen und insbesondere die Elektronenakzeptoren 
QA und QB im oxidierten Zustand vorliegen. Damit sind die Reaktionszentren für eine erneute 
Ladungstrennung bereit, so dass sie als „offen“ bezeichnet werden.  
 
 
Abb. 33: Verlauf einer typischen Messung an einer Pflanze mit dem PAM-Fluorometer. 
 
Durch Einschalten des modulierten Messlichtes wird die so genannte Grundfluoreszenzaus-
beute F0 erhalten. Durch die geringe Intensität des modulierten Messlichtes erfolgt keine 
Änderung des Adaptionszustandes des Blattes, so dass das Blatt nach wie vor als dunkeladap-
tiert bezeichnet wird. Mittels eines kurzen intensiven Lichtpulses durch die Halogenlampe 
werden die Reaktionszentren kurzzeitig gesättigt, so dass die modulierte Fluoreszenzausbeute 
auf den Maximalwert FM ansteigt, da nahezu sämtliche Energie des modulierten Lichtes nicht 
mehr von den Reaktionszentren aufgenommen werden kann. Der Wert entspricht der maxi-
malen Quenching-Kapazität der Pflanze im dunkeladaptierten Zustand. 
Direkt nach diesem sättigenden Lichtpuls erfolgt eine Beleuchtung des Blattes für drei Se-
kunden mit dem Far Red-Licht, wodurch das PSI selektiv angeregt wird und damit die Reak-
tionszentren des PSII wieder in den offenen Zustand versetzt werden.[86]  
Im Anschluss erfolgt die aktinische Phase, in der mittels der Halogenlampe das Sonnenlicht 
simuliert und die Anpassung des Blattes an die veränderten Lichtbedingungen beobachtet 
wird. Da das aktinische Licht nicht-sättigend betrieben wird, steigt die Fluoreszenzausbeute 
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nicht bis zum Maximalwert an, sondern nur bis zum Wert FP. Während der aktinischen Phase 
erfolgen die im Theorie-Kapitel erläuterten Prozesse, in denen die Pflanze einen pH-
Gradienten aufbaut, die Ingangsetzung des Xanthophyllzyklus erfolgt und sich die weiteren, 
zum Teil noch unbekannten Veränderungen vollziehen, mit denen sich die Pflanze auf hohe 
Lichteinstrahlung einstellt. Im Verlauf dieser Prozesse fällt die Fluoreszenzausbeute ab.  
Während dieser Phase werden weitere sättigende Lichtpulse appliziert, wodurch die Fluores-
zenz FM' des sich anpassenden Photosyntheseapparates erhalten wird. Das Verhältnis zwi-
schen der Maximalfluoreszenz FM und dem Wert FM' zu einem beliebigen Zeitpunkt gibt über 
Gl. (20) den Wert des nicht-photochemischen Quenchings an.[85]  
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Durch die Verwendung einer Verhältnisgröße anstatt absoluter Werte sind somit auch unter-
schiedliche photosynthetische Systeme miteinander vergleichbar. 
 
Sind die Anpassungsprozesse in der Pflanze abgeschlossen, so nähert sich die Fluoreszenz-
ausbeute einem Plateau-Wert. Das aktinische Licht wird abgeschaltet und mit einem kurzen 
Lichtpuls mit dem Far Red-Licht dafür gesorgt, dass die Reaktionszentren des PSII wieder 
offen sind. 
Anschließend wird die Pflanze wieder für einen längeren Zeitraum dunkeladaptiert, um die 
Pflanze erneut in den ursprünglichen Zustand zu versetzen. Während dieser Zeit werden 
erneut kurze sättigende Lichtpulse gefolgt von Far Red-Pulsen benutzt, um die Veränderung 
von FM' zu beobachten und damit den NPQ-Wert während der Dunkeladaption zu erhalten.  
 
3.3 Messaufbau zur simultanen Fluoreszenz-Detektion 
Im Rahmen der Doktorarbeit wurde ein Fluoreszenz-Messaufbau entworfen, der es ermög-
licht, sowohl an intakten Pflanzen als auch an isolierten Pigment-Protein-Komplexen Fluores-
zenzmessungen nach Ein-Photonen-Anregung der Chlorophylle sowie nach Zwei-Photonen-
Anregungen der Carotinoide durchzuführen (s. Abb. 34).  
Bei sich in Lösung befindlichen Lichtsammelproteinen handelt es sich um ein vereinfachtes 
System. Die Messungen finden außerhalb des lebenden Organismus statt und die aus diesen in 
vitro-Bedingungen erhaltenen Ergebnisse lassen sich wesentlich leichter interpretieren, als es 
bei in vivo-Experimenten möglich wäre. Der große Vorteil der damit einhergehenden Verein-
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fachung stellt jedoch auch gleichzeitig das größte Problem solcher Messungen dar. Es können 
zwar Aussagen zu den einzelnen Bestandteilen des Photosyntheseapparates gemacht werden, 
aber gerade die in der Biologie sehr wichtigen Wechselwirkungen der einzelnen Bestandteile 
untereinander werden komplett vernachlässigt. Ein Gerät, das sowohl unter in vivo- als auch 
in vitro-Bedingungen verwendet werden kann, vereint dabei die Vorteile der beiden Systeme 
und wurde daher im Rahmen der Doktorarbeit entwickelt. 
Um darüber hinaus eine Vergleichbarkeit zu wissenschaftlichen Arbeiten von Biologen her-
stellen zu können, fiel die Entscheidung, ein kommerziell erhältliches PAM-Fluorimeter mit 
dem Femtosekunden-Lasersystem zu kombinieren. Der Aufbau wurde dabei so konstruiert, 
dass das durch das PAM hervorgerufene Streulicht der Halogenlampe und die hohe durch das 
PAM erzeugte Fluoreszenz die separate Detektion der wesentlich schwächeren Fluoreszenz 
nach Zwei-Photonen-Anregung nicht stört. Die zentrale Komponente des entworfenen Sys-
tems ist der Konfokalaufbau, durch den es möglich ist, die beiden Messprinzipien simultan, 
aber ungestört voneinander durchzuführen. Die Messung erfolgt dabei an der gleichen Stelle 
der Probe, wobei die Fläche der Zwei-Photonen-Anregung kleiner ist, da die hohen Anre-
gungsintensitäten eine Fokussierung notwendig machen.  
 
 
Abb. 34: Schematische Darstellung des verwendeten Messaufbaus zur gemeinsamen Detektion von Fluoreszenz 
nach Chl- bzw. Car-Anregung. - HM: Hot Mirror, BP: Band-Pass Filter (680-720 nm), SP: Short-Pass Filter 
(<1100 nm), LP: Long-Pass Filter (>900 nm), ND: variabler Neutral Density Filter, PAM: Pulse Amplitude 
Modulation Fluorometer. 
 
Die mit einem Silberspiegel (New Focus, Reflektion > 95 %, λ = 0,45-12 μm) aus dem OPA 
reflektierten Signal- und Idler-Pulse liegen zunächst noch übereinander und sind auch nicht 
perfekt kollimiert. Daher durchlaufen sie zunächst gemeinsam einen Teleskopaufbau aus zwei 
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achromatischen Linsen (Thorlabs, f = 100 mm), um eine vollständige Kollimation zu errei-
chen. Zur Vermeidung von Reflektionsverlusten des Idlers sind die Linsen für den IR-Bereich 
optimiert. Da zur Zwei-Photonen-Anregung nur die IR-Pulse benötigt werden, durchlaufen 
Signal und Idler zunächst einen Hot Mirror (Edmund Optics, Reflektion ≥ 95 %, 750-
1250 nm), der nur für IR-Licht reflektiv ist, und anschließend einen 900 nm Long-Pass-Filter 
(Thorlabs, > 900 nm) um für eine vollständige Unterdrückung der Signal-Wellenlänge zu 
sorgen. Um eine beliebige Anregungsintensität wählen zu können, durchläuft der Idler einen 
variablen Neutralfilter, mit dem die Leistung um einen einstellbaren Wert verringert werden 
kann. Somit ist eine intensitätsabhängige Signaluntersuchung möglich und es kann auch auf 
das Vorliegen von Zwei-Photonen-Anregung getestet werden. Des Weiteren ist ein Shutter in 
den Strahlengang integriert, um das Anregungslicht blocken zu können. Dadurch werden die 
Proben nur im Messzeitraum mit dem Anregungslicht bestrahlt und Effekte wie Photoblea-
ching können minimiert werden. 
Als nächstes wird das Idler-Licht in den Konfokalaufbau gelenkt, in dem ein Strahlteiler 
(AHF Analysentechnik, Reflektion ≥ 90 %, 750-1200 nm, Transmission ≥ 90 %, 410-700 nm) 
das Licht auf die zu untersuchende Probe lenkt, aber für die detektierte Fluoreszenz durchläs-
sig ist. Der Idler wird mittels einer für den nah-IR-Bereich optimierten achromatischen Linse 
(Thorlabs, f = 40 mm, Reflektion ≤ 2 %, 650-1200 nm) auf die Probe fokussiert. Diese sam-
melt und kollimiert auch die emittierte Fluoreszenz, so dass sie den Strahlteiler durchlaufen 
kann. Durch zwei achromatische Linsen (Thorlabs, f = 30 mm, Reflektion ≤ 2 %, 650-
1200 nm) wird ein Zwischenfokus erzeugt, in den ein 100 µm Pinhole mit einer 3D-Stage 
positioniert werden kann, um bei Messungen an Pflanzen die durch das PAM hervorgerufene 
Streufluoreszenz zu unterdrücken. Die Chlorophyll-Fluoreszenz wird über einen Short-Pass-
Filter (Thorlabs, < 1100 nm) und einen Band-Pass-Filter (Thorlabs, 680-720 nm) selektiert 
und über eine weitere Linse (Thorlabs, f = 25,4 mm) in eine schnelle Photodiode (Design 
Prof. Dr. Schwarzer) fokussiert.  
Zur Erhöhung der Sensitivität der Fluoreszenzmessung nach Zwei-Photonen-Anregung wird 
das Anregungslicht mit einem Chopper moduliert (f ≈ 1000 Hz) und die somit modulierte 
Fluoreszenz über ein mit der schnellen Photodiode verbundenen Lock-In-Amplifier (EG & G 
5205, Dumberry, Canada) vom Rauschen getrennt und verstärkt. Das Signal wird über eine 
A/D-Wandlerkarte (DT304, Data Translation, Marlboro, MA, USA) digital transformiert und 
über eine selbst erstellte Messsoftware (angefertigt mit Measure Foundry) ausgewertet. Um 
Verfälschungen durch schwankende Anregungslicht-Intensitäten auszuschließen, wurde ein 
40:1 Strahlteiler in den Anregungsstrahlengang integriert, der einen kleinen Teil des Anre-
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gungslichtes auf einen Detektor lenkt. Dieser gibt ebenfalls über die A/D-Wandlerkarte das 
aufgezeichnete Signal an die Messsoftware weiter. Während der Messungen kann so eine 
gleich bleibende Intensität von 700 µW gewährleistet werden.  
Der zweite Teil des Messaufbaus besteht aus dem PAM-Fluorometer, welches zur Ein-
Photonen-Anregung der Chlorophylle und der Detektion der von ihnen emittierten Fluores-
zenz dient. Zur Unterdrückung des durch die Halogenlampe hervorgerufenen Streulichtes 
wurde das Gerät jedoch mittels eines Interferenzfilters modifiziert (AHF Analysentechnik, 
OD 6 bei 700-1100 nm). Dieser blockierte den über 700 nm liegenden Teil des Sonnenlicht-
imitierenden Halogenlichtes, wodurch das Signal/Rausch-Verhältnis des Zwei-Photonenauf-
baus stark gesteigert werden konnte. 
Die Aufzeichnung des PAM-Signals erfolgte mit der mit dem Gerät mitgelieferten Standard-
software. Die Intensität des modulierten Lichtes betrug in den Messungen stets die am Gerät 
einstellbare niedrigste Stufe 1, welche das beste Signal/Rausch-Verhältnis aufwies. Für Mes-
sungen an extrahierten oder rekonstituierten Proben wurde nur das modulierte Anregungslicht 
verwendet und zur Signalverstärkung zusätzlich das Pinhole entfernt, da Ein- und Zwei-
Photonen-Anregung separat voneinander erfolgen konnten. Für Pflanzenmessungen wurde am 
PAM für das aktinische Licht die Stufe 20 eingestellt, was etwa 350 µmol Photonen m-2 s-1 
entspricht, während für die sättigenden Pulse die Stufe 60 mit einer Intensität von etwa 5000 
µmol Photonen m-2 s-1 gewählt wurde. Die während der Lichtadaption der Pflanzen und wäh-
rend des Einsatzes der sättigenden Pulse auftretenden hohen Streusignale machten bei Pflan-
zen-Messungen die Verwendung des Pinholes unumgänglich. Die Messung mit dem PAM 
erfolgte wie in der Literatur beschrieben[85], wobei vor den sättigenden Lichtpulsen jeweils ein 
zwei Sekunden langer manuell gesteuerter sättigender Zwei-Photonen-Puls mittels des IR-
Lichtes durchgeführt wurde.  
 
3.4 Wechselwirkungsparameter ChlSCarKopplung1−Φ  
Die mit den kombinierten Messsystemen aufgenommenen Fluoreszenzen FOPE und FTPE 
werden dazu verwendet, den Wechselwirkungsparameter ChlSCarKopplung1
−Φ  zu berechnen (s. Gl. 
(21)). Dies trifft sowohl für die Messungen an isolierten Protein-Komplexen als auch auf 
Messungen an Pflanzen in vivo zu. 
 
 OPE
TPE
ChlSCar
Kopplung F
F
1 =−Φ  (21)
48 Experimenteller Teil
 
Der Parameter lässt Rückschlüsse auf den Energietransfer von Car S1 auf Chl zu und gibt 
damit Informationen über die zwischen diesen Molekülen auftretenden Wechselwirkungen. 
Die Herleitung des Parameters erfolgt durch die folgenden Überlegungen. Die emittierte 
Anzahl von Fluoreszenzphotonen nach OPE der Chlorophylle (t)N OPEF(Chl)  entspricht der Anzahl 
an durch die Chlorophylle des Pigment-Pools absorbierten Photonen OPEChlAbsN )(  multipliziert 
mit der Fluoreszenz-Quantenausbeute (t)F(Chl)Φ . Sie stellt den Anteil der Chlorophyll-
Anregungsenergie dar, der nicht durch Photochemie des Reaktionszentrums oder andere 
Prozesse des nicht-photochemischen Quenchings abgefangen wurde. 
 
 (t)N(t)N F(Chl)
OPE
Abs(Chl)
OPE
F(Chl) Φ⋅=  (22)
 
Die Zeit t soll dabei die zeitabhängigen Veränderungen der Parameter von Pflanzen und 
isolierten Protein-Komplexe symbolisieren. 
 
Die von Chlorophyll emittierte Anzahl von Fluoreszenzphotonen nach TPE der dunklen 
Carotinoid-Zustände, (t)N TPEF(Chl) , ist jedoch zusätzlich zum Anteil der Anregungsenergie 
(t)ChlSCarKopplung1
−Φ  proportional, der von den Carotinoiden auf die Chlorophylle übertragen wird. 
Dieser Faktor ist von den zwischen Carotinoiden und Chlorophyllen auftretenden Wechsel-
wirkungen abhängig: 
 
 (t)(t)N(t)N ChlSCarKopplungF(Chl)
TPE
)SAbs(Car
TPE
F(Chl)
1
1
−⋅⋅= ΦΦ  (23)
 
Hier steht TPE )SAbs(Car 1N  für die Anzahl der durch die Carotinoide absorbierten Photonenpaare 
pro Zeiteinheit. 
 
Durch Division von Gl. (23) durch Gl. (22) ergibt sich:  
 
 ( ) ( )( ) OPEAbs(Chl)OPEF(Chl)
TPE
)SAbs(Car
TPE
F(Chl)ChlSCar
Kopplung N/tN
N/tN
t 11 =−Φ  (24)
 
Die detektierte Fluoreszenzintensität sowohl für OPE als auch für TPE ist darüber hinaus 
proportional zu der Anzahl an emittierten Photonen pro Zeiteinheit: 
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(t)N(t)F OPEF(Chl)
OPE ∝  
(t)N(t)F TPEF(Chl)
TPE ∝  (25)
 
Unter konstanten Anregungsintensitäten ( TPE )SAbs(Car 1N  und 
OPE
ChlAbsN )( = konstant) ist daher 
(t)ChlSCarKopplung1
−Φ  proportional zum Verhältnis aus Fluoreszenz nach Ein-Photonen-Anregung 
(t)F OPE  und Zwei-Photonen-Anregung (t)F TPE : 
 
 
(t)F
(t)Fc
(t)N
(t)N
N
N
(t)N
(t)N
(t) OPE
TPE
OPE
F(Chl)
TPE
F(Chl)
TPE
)Abs(CarS
OPE
Abs(Chl)
OPE
F(Chl)
TPE
F(Chl)ChlCarS
Kopplung
1
1 ∝⋅=⋅=−Φ  (26)
 
Aufgrund der Normalisierung durch die Chl-Fluoreszenzintensität ( )tF OPE , welche nach OPE 
erhalten wird, hängt (t)ChlSCarKopplung1
−Φ  nur von den durch Wechselwirkungen zwischen Car S1 und 
Chl a Qy hervorgerufenen auftretenden Regulationsmechanismen ab. Die sich ändernde Fluo-
reszenzquantenausbeute der Chlorophylle (t)F(Chl)Φ  verändert den Parameter hingegen nicht. 
Steigt (t)ChlSCarKopplung1
−Φ  in Experimenten an, so entspricht dies einem Anstieg der Car S1–Chl-
Wechselwirkungen und ein Absinken des Parameters entspricht einer Abnahme der Wech-
selwirkungen. 
In dieser Arbeit werden nur Relativwerte von (t)ChlSCarKopplung1
−Φ  angegeben, da die Absolutwerte 
nicht mit Zuverlässigkeit bestimmt werden können. Dazu werden die Ausgangswerte des 
dunkeladaptierten Zustandes auf eins normalisiert und die folgenden Werte entsprechend 
linear skaliert. Aus Experimenten über die Car S1–Chl-Energietransfer-Effizienz in verschie-
denen Pigment-Protein-Komplexen lässt sich eine grobe Abschätzung über den Wert von 
(t)ChlSCarKopplung1
−Φ  in Pflanzen treffen. Für LHCII wurde ein Wert von etwa 50 % gefunden[87] und 
für PSI von 47 %.[88] Damit ergibt sich für Pflanzen ein über alle Carotinoide und Proteine  
gemittelter Wert für die Car S1–Chl-Energietransfer-Effizienz, der in der Größenordnung von 
etwa 50 % liegt. 
Dabei tragen auch unterschiedliche Carotinoid-Spezies zum gemessenen Wert des Parameters 
in unterschiedlichem Ausmaß bei. Der Energiefluss hängt dabei von der energetischen Diffe-
renz der beteiligten angeregten Zustände ab. Wenn die Energiedifferenz sehr groß ist, kommt 
es eher zu einem Energietransfer[89] auf das tiefer liegende Energieniveau. Bei energetisch 
vergleichbaren Energieniveaus kommt es hingegen eher zur Ausbildung von exzitonischen 
Wechselwirkungen (s. Kapitel 2.8).[90, 91] Bei kleinen Distanzen zwischen den Pigmenten 
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kommt es auch bei dipolverbotenen Zuständen wie Car S1 und Chl a Qy zu ausgeprägten 
Kopplungen.[92] 
 
3.5 Absorptionsspektrometer 
Die Absorptionsmessungen wurden mit einem Lambda 9 UV/VIS/IR Spektrometer der Firma 
Perkin Elmer durchgeführt. Zur Verwendung kamen Quarzküvetten aus SUPRASIL® der 
Firma Hellma. Die Hintergrundkorrektur erfolgte gegen eine Referenzküvette mit dem ver-
wendeten Puffer. 
 
3.6 Probencharakterisierung 
3.6.1 Isolierte Lichtsammelproteine 
Die Bereitstellung der in dieser Arbeit verwendeten isolierten Lichtsammelproteine erfolgte 
durch Dr. Tiago Barros und Laura Wilk aus der Arbeitsgruppe um Prof. Kühlbrandt vom Max 
Planck Institut für Biophysik in Frankfurt. Zur Bestimmung des Beitrages der Xanthophyll-
zyklus-Carotinoide wurden zwei unterschiedliche Arten von Proben erzeugt. Während die 
ersten nur Vio enthalten, sind die zweiten mit Zea angereichert.  
 
Zur Gewinnung der LHCII-Proben wurden zwei unterschiedliche Verfahren angewendet. Im 
ersten[93, 94] wurden native LCHII-Proteine aus Erbsen isoliert. Die Erbsen wurden dazu in 
einem Standardnährboden gezüchtet. Dabei wurden sie jeden Tag einer 16 stündigen Beleuch-
tungsperiode ausgesetzt und die Pflanzen nach zwei Wochen geerntet. Die Blätter wurden 
gewaschen und in einen Mixer in einer Lösung aus 0,1 M Na-Tricin (pH = 7,8) und 0,4 M 
Sorbitol zerkleinert. Durch Filtration und anschließende Zentrifugation mit 1000 g für 
10 Minuten wurde ein Chloroplasten-Niederschlag erhalten. 
Die Chloroplasten wurden in eine Lösung aus 1 mM Tricin, 10 mM NaCl und 5 mM EDTA 
(pH = 7,8) gegeben, wodurch ein osmotischer Schock erfolgte, durch den die Chloroplasten 
zerstört wurden. Anschließend wurden sie in einer Lösung aus 5 mM EDTA und 0,1 M Sorbi-
tol (pH = 7,8) gewaschen.  
Die Abtrennung der LHCII-Fraktion erfolgte durch einen Saccharose-Gradienten mit 0,05 % 
Triton X-100.[95] Über Spektren, die vor und nach der Prozedur aufgenommen wurden, konn-
ten photo-oxidative Prozesse ausgeschlossen werden.  
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Das zweite Verfahren [96, 97] kam sowohl zur Herstellung von rekonstituierten LHCII-Proben 
als auch zur Bereitstellung von rekonstituierten Chlorophyll-Proteinen CP24, CP26 und CP29 
zur Verwendung. Dazu wurden die entsprechenden Apoproteine von A. thaliana (s. Kapitel 
3.6.3) in Escherichia coli. (E. coli) exprimiert. Die Polypeptide bildeten während der Expri-
mierung Einschlusskörperchen, welche isoliert und nach Plumley et al. aufgereinigt wur-
den.[98] Die Chlorophylle wurden per Extraktion mit Aceton aus Spinat gewonnen und die 
Carotinoide per anschließender Fällungsreaktion mit Dioxan. Die Rückfaltung erfolgte 
schließlich aus den aufgereinigten Einschlusskörperchen nach der Methode von Paulson et 
al.[99] Zur Anreicherung mit Zea wurden die rückgefalteten Proteine mit Zea in Ethanol inku-
biert.  
Die fertigen Proben wurden mittels einer HPLC-Säule der Fima Phenomenex (Synergi Hydro-
RP) charakterisiert (s. Tab. 1 und Tab. 2). Dabei wurde die Pigmentzusammensetzung pro 
Monomer nach der Methode von Gilmore et al. errechnet.[100] 
 
Tab. 1: Mit HPLC ermittelte Probenzusammensetzung eines Proteinmonomers von LHCII. 
Pigment LHCII (nativ) LHCII (rekonstituiert) 
 Vio 
angereichert 
Zea 
angereichert 
Vio 
angereichert 
Zea 
angereichert 
Neoxanthin 0,91 0,94 0,71 0,75 
Violaxanthin 0,53 0,28 0,21 0,20 
Antheraxanthin 0 0,07 0 0 
Lutein 2,27 2,43 2,21 1,94 
Zeaxanthin 0 0,14 0 0,36 
Chl b 6,04 6,08 5,37 5,71 
Chl a 7,96 7,92 8,63 8,29 
 
Tab. 2: Mit HPLC ermittelte Probenzusammensetzung eines Proteinmonomers der Chlorophyll-Proteine. 
Pigment CP24 CP26 CP29 
 Vio 
angereichert 
Zea 
angereichert 
Vio 
angereichert 
Zea 
angereichert 
Vio 
angereichert 
Zea 
angereichert 
Neoxanthin 0 0 0,89 0,85 0,62 0,60 
Violaxanthin 0,97 0,77 0,10 0,08 0,46 0,39 
Antheraxanthin 0 0 0 0 0 0 
Lutein 1,13 0,81 1,38 1,27 0,83 0,70 
Zeaxanthin 0 0,71 0 0,23 0 0,25 
Chl b 4,97 5,32 2,86 2,90 2,02 2,19 
Chl a 5,02 4,68 6,14 6,10 5,97 5,81 
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3.6.2 Messungen bei verschiedenen pH-Werten 
Für die Messungen im pH-Bereich von 5,5-6,5 wurden die Proben in einem wäßrigen Puffer 
aus 50 mM 2-(N-Morpholino)ethansulfonsäure (MES) und 0,3 % β-Nonyl β-D-gluco-
pyranosid (NG) verdünnt. Bei dem pH-Wert von 7,5 wurde hingegen 50 mM 
Tris(hydroxymethyl)-aminomethan (TRIS) anstelle von MES verwendet. Vor dem Verdünnen 
der Probe wurde sie mittels NaOH auf den gewünschten pH-Bereich eingestellt. Ein pH-
Meter von Hanna-Instruments (HI991001) wurde zur Kontrolle der pH-Werte verwendet. 
Um Verfälschungen durch Effekte wie Reabsorption zu verhindern, wurden alle Proben vor 
der Messung auf gleiche optische Dichte verdünnt (OD = 0,3 bei 678 nm).  
 
3.6.3 Pflanzenmutanten 
Für die Experimente wurden Arabidopsis thaliana (A. thaliana) Wildtyp-Pflanzen sowie die 
lut2-, WT+PsbS-, npq4-, npq1- und npq2-Mutanten verwendet. A. thaliana hat den Vorteil, 
dass sie einen relativ kurzen Generationszyklus besitzt, wodurch es möglich ist, in kurzen 
Zeiträumen genetische Veränderungen an der Pflanze durchzuführen. Da sie zudem eine 
vergleichbare Physiologie wie höhere Pflanzen besitzt, hat sie sich zu einem Modellsystem 
der Photosyntheseforschung etabliert, von der unterschiedlichste Mutanten zur Verfügung 
stehen, die Einblicke in den Photosyntheseapparat ermöglichen.[101]  
Die npq1- und npq2-Mutanten haben einen defekten Xanthophyllzyklus, so dass sich in den 
npq1-Mutanten Vio und in den npq2-Mutanten Zea ansammelt und keine Umwandlung statt-
finden kann.[102] Der lut2-Mutant verfügt über kein Lutein, da er aufgrund eines defekten 
Enzymes den gesamten rechten Synthese-Ast in Abb. 18 nicht beschreiten kann.[103] Die 
Lutein-Positionen werden daher von anderen Carotinoiden besetzt. Die npq4- und WT+PsbS-
Mutanten besitzen schließlich unterschiedliche Mengen an dem Protein PsbS.[45, 104] Während 
WT+PsbS das Protein überexprimiert, ist der npq4-Mutant durch einen Gendefekt nicht in der 
Lage, das Protein zu exprimieren. Durch Vergleiche der Messergebnisse der Mutanten unter-
einander und mit dem Wildtyp lassen sich leicht Rückschlüsse über die Bedeutung der Caro-
tinoide und von PsbS in vivo ziehen. 
Die A. thaliana Col-0 Wildtyp-Pflanzen und die lut2-, npq4- und WT+PsbS-Mutanten wurden 
durch Krishna K. Niyogi (University of California, Berkeley) zur Verfügung gestellt. Die 
Pflanzen wurden in nährstoffarmer Erde bei Lichtintensitäten von 80 µmol Photonen m-2 s-1, 
einer konstanten Temperatur von 21°C und einer relativen Luftfeuchtigkeit von 50 % aufge-
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zogen. Zum Wachstum wurden Kurztagbedingungen verwendet, was 10 Stunden Licht und 14 
Stunden Dunkelheit entspricht. 
Die npq1- und npq2-Mutanten wurden zusammen mit weiteren Wildtyp-Pflanzen vom NASC 
(European Arabidopsis Stock Center) gekauft. Die Aufzucht erfolgte ebenso wie die der oben 
erläuterten Pflanzen. Jedoch wurden bei dieser Wachstumsreihe Langtagbedingungen (14 
Stunden Licht, 10 Stunden Dunkelheit) mit Lichtintensitäten von 200 µmol Photonen m-2 s-1 
angewendet.  
4 Ergebnisse 
4.1 Einführung 
Bei der Messung der Chlorophyll-Fluoreszenz nach Zwei-Photonen-Anregung (TPE) der 
Carotinoide wurde darauf geachtet, dass keine Ein-Photonen-Anregungs-(OPE)-Anteile die 
Messungen verfälschen. Dazu wurde die Anregungsintensität mittels eines variablen Neutral 
Density-Filters variiert und die Fluoreszenzintensität nach TPE der Proben gemessen (s. Abb. 
35). Die erhaltene quadratische Abhängigkeit zeigt klar das Vorliegen von TPE.[105]  
 
 
Abb. 35: Die quadratische Abhängigkeit von Anregungsintensität und emittierter Fluoreszenz zeigt klar das 
Vorliegen von TPE der Carotinoide.[9] 
 
Während das Measuring Light des PAM eine Zentralwellenlänge von 594 nm aufweist, wel-
che die OPE der Qy-Bande der Chlorophylle ermöglicht, wurde am OPA eine Idler-
Wellenlänge von 1188 nm eingestellt. Diese ermöglicht die Anregung der dunklen S1-Niveaus 
der Carotinoide (s. Abb. 36). Darüber hinaus ist die TPE-Wellenlänge von 1188 nm energe-
tisch äquivalent zu der OPE-Wellenlänge (λExc/2 ~ 594 nm). Somit werden energetisch glei-
che Level der photosynthetischen Komplexe angeregt, wodurch eine direkte Beobachtung der 
Wechselwirkungen der Chl-Zustände und der Car S1-Zustände möglich wird, ohne vorgela-
gerte Energietransferprozesse in die Betrachtung mit einbeziehen zu müssen. 
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Abb. 36: Lage der Energieniveaus der Chlorophylle und Carotinoide (am Beispiel von β-Carotin) und die in den 
Experimenten verwendeten Anregungsenergien (frei nach [55]). 
 
Zudem ist für die gewählten Wellenlängen und Pulsintensitäten durch Vergleich der Zwei-
Photonen-Absorptionsspektren von Carotinoiden in Pigment-Protein-Komplexen und Zwei-
Photonen-Absorptionsspektren von Chlorophyll in Lösung bekannt, dass weniger als 5 % 
direkte Anregung der Chlorophylle im Vergleich zur selektiven Anregung des Car S1-Niveaus 
auftritt (s. Abb. 37). [11, 51, 52] 
 
Abb. 37: Vergleich der Zwei-Photonen-Absorptionsspektren von Chlorophyll in Lösung und in Pigment-
Protein-Komplexen gebundenen Carotinoiden. Zusätzlich ist die verwendete TPE-Wellenlänge eingezeichnet.[9]  
 
Vor den eigentlichen Fluoreszenzmessungen an den mit Vio bzw. Zea angereicherten LHCII-
Proben (s. Kapitel 3.6.1), wurde zudem über eine Verdünnungsreihe sichergestellt, dass im 
gewählten Konzentrationsbereich die Fluoreszenzintensität der angesetzten Proben proportio-
nal zur Konzentration ist. Dadurch konnte verhindert werden, dass Effekte wie Reabsorption 
auftreten, die die Messungen verfälschen würden. 
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4.1.1 Ergebnisse 
Zunächst wurden die Wechselwirkungen zwischen Car S1 und Chl Qy im wichtigsten Pig-
ment-Protein-Komplex LHCII (s. Kapitel 2.3.2.1) untersucht. Um die Fluoreszenzen beider 
Proben miteinander vergleichen zu können, wurden sie auf die gleiche Konzentration von OD 
= 0,3 bei der Qy-Bande mit einem TRIS-Puffer (s. Kapitel 3.6.1) verdünnt (s. Abb. 38).  
 
 
Abb. 38: links: Absorptionsspektrum der bei der Messung untersuchten Lösung von mit Vio angereicherten 
LHCII. rechts: Absorptionsspektrum der mit Zea angereicherten LHCII-Probe.  
 
Die so vorbereiteten Proben wurden anschließend mit dem entwickelten Messaufbau (s. Kapi-
tel 3.3) fluoreszenzspektroskopisch untersucht. Aus den gemessenen Fluoreszenzen FOPE und 
FTPE wurde nach Gl. (21) der Parameter ChlSCarKopplung1
−Φ  ermittelt. Die Ergebnisse für die Messun-
gen an nativen und rekonstituierten Lichtsammelkomplexen sind in Abb. 39 dargestellt. Sie 
wurden an je vier voneinander unabhängigen Proben an unterschiedlichen Tagen erhalten. 
Wie in Kapitel 3.4 erklärt, wurde der mittlere Wert ChlSCarKopplung1
−Φ  der mit Vio angereicherten 
Probe auf eins normalisiert (schwarze Balken) und die zugehörigen Werte der mit Zea ange-
reicherten Proben linear skaliert (rote Balken). 
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Abb. 39: Darstellung der Wechselwirkungsparameter ChlSCarKopplung
1−Φ in unterschiedlich erzeugten LHCII-Proben, 
die entweder ausschließlich Vio enthielten (schwarz) oder mit Zea angereichert wurden (rot).[55] 
 
Sowohl für native als auch für rekonstituierte Proben ergeben sich leicht niedrigere 
ChlSCar
Kopplung
1−Φ -Werte für die mit Zea angereicherten Proben. Sie erreichen lediglich 94,5 % bzw. 
97 % der entsprechenden Werte der Vio-Probe. Interessant ist die Beobachtung, dass die 
Unterschiede auch bei einem nicht kompletten Austausch der Xanthophylle auftreten, was 
durch die Ergebnisse der nativen Proben gezeigt wird, die nur gering mit Zea angereichert 
waren (s. Kapitel 3.6.1). 
 
In lebenden Organismen liegen die LHCII-Komplexe nicht isoliert in Lösung vor, sondern 
sind in die Thylakoidmembran eingebettet und von anderen Komplexen umgeben. Zudem 
sind sie zusätzlichen externen Einflüssen wie pH-Variationen ausgesetzt. Daher wurden die 
nativen LHCII-Proben in einem nächsten Experiment unter Bedingungen untersucht, von 
denen bekannt ist, dass sie zu einem Quenchen der Fluoreszenz führen. So ist z. B. bekannt, 
dass die Veränderung des pH-Wertes einen starken Einfluss auf das Quenching-Verhalten von 
LHCII haben kann.[106] Darüber hinaus wurde eine Beeinflussung des Quenchings durch die 
Anwesenheit von Zea festgestellt.[107]  
Die mit Vio und Zea angereicherten Proben wurden daher mit einem MES-Puffer (s. Kapitel 
3.6.2) bei verschiedenen pH-Werten in gleicher Weise wie im ersten Experiment untersucht. 
Die Einstellung von gleichen Konzentrationen erfolgte wie zuvor beschrieben durch Verdün-
nung auf gleiche optische Dichten der Qy-Banden. Zusätzlich wurden die bereits durchgeführ-
ten Messungen bei pH = 7,5 zur Vergleichbarkeit wiederholt und weitere Messungen bei pH-
Werten von 6,5, 6,0 und 5,5 vorgenommen. Die Messungen wurden an drei voneinander 
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unabhängigen Proben an drei verschiedenen Tagen durchgeführt, wobei jeweils Messungen 
an den mit Vio bzw. Zea angereicherten Proben bei allen pH-Werten erfolgten. Die erhaltenen 
Ergebnisse sind in Abb. 40 dargestellt. Zur Fokussierung auf die durch die pH-Veränderungen 
hervorgerufenen Dynamiken wurden die bei pH = 7,5 erhaltenen Werte von FOPE (linke Ab-
bildung) und FTPE (mittlere Abbildung) der mit Vio sowie der mit Zea angereicherten Proben 
auf eins normalisiert und die anderen pH-Werte linear skaliert. Der Parameter ChlSCarKopplung1
−Φ  
(rechte Abbildung) wurde wiederum nach Gl. (21) berechnet. 
 
 
Abb. 40: Ergebnisse der Fluoreszenzmessung nach OPE (links) und TPE (Mitte) an LHCII-Proben, die entwe-
der mit Vio (schwarz) oder mit Zea (rot) angereichert wurden. rechts: Darstellung des aus den beiden Fluores-
zenzen ermittelten Wechselwirkungsparameters ChlSCarKopplung
1−Φ  in Abhängigkeit vom pH-Wert.[9] 
 
Bei diesen Messungen ergeben sich eindeutige Unterschiede zwischen den mit Vio bzw. Zea 
angereicherten Proben. Unter den gewählten Bedingungen fällt FOPE bei den mit Zea angerei-
cherten Proben bis auf etwa 50 % ab, wenn der pH-Wert bis auf 5,5 abgesenkt wird. Für die 
nur Vio enthaltenen Proben ergeben sich keine deutlichen Veränderungen bei Variation der 
pH-Werte. Der Wechselwirkungsparameter ChlSCarKopplung1
−Φ  steigt für die mit Zea angereicherten 
Proben bei Absenkung des pH-Wertes um etwa 45 % an. Auch für diesen Parameter ergeben 
sich bei den Vio-Proben kaum Unterschiede bei pH-Variationen.  
Um das Quenchen der Fluoreszenz FOPE vergleichbar zu den Pflanzen zu quantifizieren (s. 
Kapitel 3.2), wurde der NPQ-Parameter ähnlich wie für Pflanzen nach Gl. (20) berechnet. 
Dabei wurden die maximale, bei pH = 7,5 erreichte Fluoreszenz für den Wert von Fm und die 
Fluoreszenzen bei anderen pH-Werten jeweils für Fm’ eingesetzt. Die sich ergebenden NPQ-
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Werte wurden mit dem Parameter ChlSCarKopplung1
−Φ  in Abb. 41 gegeneinander aufgetragen, um sie 
auf Korrelationen zu untersuchen. 
 
 
Abb. 41: Auftragung der Veränderung des Wechselwirkungsparameters ChlSCarKopplung
1−Φ  in Relation zum gestiege-
nen Quenching-Parameter NPQ, welcher mittels Gl. (20) ermittelt wurde. Bei den mit Zea angereicherten Proben 
(rote Punkte) ergibt sich eine hohe Dynamik und eine eindeutige Korrelation im Gegensatz zu den mit Vio 
angereicherten Proben (schwarze Kreise).[9] 
 
Für die mit Zea angereicherten LHCII-Proben (rote Punkte in Abb. 41) ergibt sich eine ein-
deutige Korrelation zwischen den Car S1–Chl-Wechselwirkungen und dem Fluoreszenz-
Quenching NPQ, während die Werte der mit Vio angereicherten Proben nahezu unverändert 
bleiben. Doch auch die Werte der mit Vio angereicherten Proben orientieren sich an der Reg-
ressionsgeraden (schwarze Kreise in Abb. 41).  
Um zu klären, welche Ursachen das unterschiedliche Verhalten von LHCII-Proben mit und 
ohne Zea hat, wurden die zur Konzentrationsbestimmung erhaltenen Absorptionsspektren der 
Proben näher untersucht. Eine mögliche Erklärung der Steigerung von ChlSCarKopplung1
−Φ  sind exzito-
nische Wechselwirkungen. Diese würden sich durch eine Verschiebung der Absorptionsspekt-
ren in den roten Wellenlängenbereich zeigen, da mit den Wechselwirkungen eine Verringe-
rung der Energielevel einhergeht (vergl. auch Abb. 27). 
Die Absorptionsspektren der Proben mit und ohne Zea bei den unterschiedlichen pH-Werten 
sind in Abb. 42 dargestellt. Um eine eventuelle Rotverschiebung festzustellen und die mini-
malen Konzentrationsunterschiede als Fehlerquelle auszuschließen, wurden alle Kurven auf 
eine optische Dichte von 0,3 bei der Qy-Bande normalisiert. Tatsächlich zeigen sich bei den 
mit Zea angereicherten Proben kleine Unterschiede im Bereich der Q-Banden (etwa 683 nm) 
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und im Bereich der S2-Banden (etwa 550 nm) bei den verschiedenen Absorptionsspektren, 
während bei den Vio-Proben keine offensichtlichen Veränderungen zu beobachten sind.  
 
 
Abb. 42: Absorptionsspektren der pH-Wert abhängigen Messungen an LHCII. Die Spektren wurden auf gleiche 
OD-Werte der Qy-Banden normalisiert, um minimale Abweichungen der eingestellten Konzentrationen aus-
zugleichen. links: mit Vio angereicherte Proben. rechts: mit Zea angereicherte Proben.[9] 
 
Zum genaueren Vergleich wurden Differenzspektren der einzelnen Absorptionsspektren 
erstellt (s. Abb. 43). Dazu wurde von den Spektren der niedrigeren pH-Werte das Absorpti-
onsspektrum bei pH = 7,5 abgezogen. Deutlich ist bei den Zea-Proben das Auftreten von 
höherer Absorption bei 683 nm und bei 500 nm zu sehen. Der Bruch bei etwa 560 nm wurde 
durch einen Lampenwechsel am verwendeten Absorptionsspektrometer hervorgerufen und hat 
keine physikalische Bedeutung. 
 
 
Abb. 43: Differenzspektren der Absorptionsmessungen an LHCII bei verschiedenen pH-Werten. links: mit Vio 
angereicherte LHCII-Proben. rechts: mit Zea angereicherte LHCII-Proben. Deutlich ist das Auftreten von 
Rotverschiebungen der Qy- und Soret-Absorptionsbanden bei niedrigen pH-Werten zu sehen.[9] 
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Eine interessante Beobachtung ist der Anstieg der Absorption bei 683 nm bei sinkendem pH-
Wert. Das Ausmaß der Rotverschiebung der Chl a Qy-Banden nimmt also bei Verringerung 
des pH-Wertes zu. Da für die niedrigeren pH-Werte verstärktes Quenchen ermittelt wurde (s. 
Abb. 40 links), wurde zusätzlich eine Auftragung der Höhe der Differenzbande bei 683 nm 
gegen NPQ für die Messungen bei verschiedenen pH-Werten vorgenommen (s. Abb. 44). 
Zwischen Ausmaß der Rotverschiebung und NPQ zeigt sich bei den mit Zea angereicherten 
Proben eine eindeutige Korrelation. 
 
 
Abb. 44: Darstellung der Zunahme der Differenzabsorption bei 683 nm bei unterschiedlichen pH-Werten im 
Vergleich zur Zunahme des NPQ-Parameters welcher mittels Gl. (20) ermittelt wurde. Bei den mit Zea angerei-
cherten Proben (rote Punkte) ergibt sich erneut eine eindeutige Korrelation, während die mit Vio angereicherten 
Proben keine Veränderung zeigen (schwarze Kreise).[9] 
 
4.1.2 Diskussion 
Die Ergebnisse zeigen, dass ein einfacher Austausch von Vio durch Zea in LHCII, wie er im 
Rahmen des Xanthophyll-Zyklus abläuft, alleine nicht genügt, um große Veränderungen der 
Interaktionen zwischen Car S1 und Chl Qy hervorzurufen. In Anwesenheit von Zea ist der 
Wechselwirkungsparameter ChlSCarKopplung1
−Φ  lediglich um einen kleinen Betrag niedriger, als in den 
mit Vio angereicherten LHCII-Proben. Beim Wechsel auf Zea bilden sich folglich keine 
exzitonischen Wechselwirkungen oder Verschiebungen der Energieniveaus aus. Daher kön-
nen weder Energiesenken entstehen noch eine Veränderung des Energietransfers auftreten. 
Dies betrifft sowohl native, als auch rekonstituierte Proben, mit unterschiedlichen Gehalten an 
Zea. Frühere Experimente haben zudem gezeigt, dass auch keine Veränderung des Energie-
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transfers von Chl auf Car S1 beobachtet werden kann, wie durch Aufnahme von Fluoreszenz-
lebenszeitkurven von beiden Proben bestätigt wurde.[48] 
Zu ähnlichen Ergebnissen kamen Amarie et al., die zeigen konnten, dass die Konzentration 
von Carotinoid-Radikal-Kationen in LHCII-Proben, die mit den hier verwendeten vergleich-
bar sind, nicht wesentlich voneinander abweichen. Da diesen Radikal-Kationen eine Beteili-
gung im Rahmen des NPQ zugeschrieben wird, wurde geschlussfolgert, dass LHCII nicht der 
Ort des Quenchens sein kann.[108]  
 
Durch Veränderung des pH-Wertes konnte jedoch eine Abhängigkeit der Wechselwirkungen 
von der Xanthophyll-Zusammensetzung gezeigt werden. Es werden verstärkte Car S1–Chl-
Wechselwirkungen detektiert, die nur unter Quenching-Bedingungen auftreten. Für diesen 
Prozess scheint Zea eine besondere Rolle zu spielen, da die entsprechenden Veränderungen 
bei den mit Vio angereicherten Proben nicht festgestellt werden können. Die gestiegenen 
Car S1–Chl-Wechselwirkungen bei gleichzeitiger Ausbildung von rotverschobenen Chl-
Absorptionsbanden in LHCII, die nur bei Anwesenheit von Zea auftreten, lassen darauf 
schließen, dass unter diesen Bedingungen, in denen auch die Fluoreszenz verstärkt gequencht 
wird, exzitonische Zustände entstehen. Diese Zustände sollten effektiv zum Schutz der Pflan-
zen durch Aufnahme von überschüssiger Energie beitragen.[109] 
Die Art und Weise, wie die veränderten pH-Bedingungen Einfluss auf die Proben haben, sind 
dabei jedoch noch nicht aufgeklärt. Durch Arbeiten von Wentworth et al. und Arab et al. 
konnte gezeigt werden, dass das Auftreten von rotverschobenen Absorptionsbanden in LHCII 
an die Ausbildung von Oligemerisierung geknüpft ist.[107, 110] Es besteht also die Möglichkeit, 
dass exzitonische Car S1–Chl-Wechselwirkungen durch Interaktion zwischen LHCII-
Trimeren und –Monomeren hervorgerufen werden, wodurch es zum Kontakt zwischen Caro-
tinoiden und Chlorophyllen in der Peripherie der beteiligten Komplexe kommen könnte. Für 
diesen Prozess könnte Zea eine Katalysatorfunktion zukommen. Ebenso wären pH-Wert indu-
zierte Konformationsänderungen im LHCII und dadurch hervorgerufene Carotinoid-
Chlorophyll-Wechselwirkungen denkbar. 
Die in dieser Arbeit beobachteten Effekte treten erst unter pH-Wert induzierten Quenching-
Bedingungen auf. Somit können Messungen, die nicht unter Quenching-Bedingungen durch-
geführt werden, nicht den Veränderungen gerecht werden, die in vivo zur Regulation führen. 
Dies könnte auch das von Amarie et al. beobachtete Fehlen von Radikal-Kationen in mit Zea 
angereicherten LHCII-Proben erklären.[23] Die von dieser Arbeitsgruppe durchgeführten 
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Messungen wurden nicht unter Quenching-Bedingungen durchgeführt und sind somit nicht 
unmittelbar mit den in vivo-Verhältnissen vergleichbar. 
Die Stärke der exzitonischen Wechselwirkungen und die Reduzierung der Chlorophyll-
Fluoreszenz auf lediglich 50 % des Ausgangswertes, trotz sehr niedrigen Anteils an Zea von 
lediglich 0,14 Molekülen pro Monomer, sind auf den ersten Blick erstaunlich. Jedoch wurde 
bereits durch Wentworth et al. gezeigt, dass sogar eine einfache Zugabe von Zea in eine 
Lösung von isolierten LHCII-Monomeren zu einem ähnlichen Effekt führen kann. Auch 
wurde in dieser Studie eine zusätzliche Absorptionsbande bei 683 nm festgestellt. Bei Unter-
suchungen der Pigmentzusammensetzung der Proteine nach der Zugabe von Zea ergab sich, 
dass ein Teil des Zeas vom Protein aufgenommen wurde.[111]  
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4.2 Messungen an den kleineren Chlorophyll-Proteinen 
4.2.1 Ergebnisse 
Da nicht nur für LHCII, sondern auch für die kleineren chlorophyllbindenden Proteine CP24, 
CP26 und CP29 ein Beitrag zum NPQ festgestellt werden konnte (s. Kapitel 2.3.2.2), wurde 
überprüft, ob für diese vergleichbare Effekte wie bei LHCII festgestellt werden können. Auch 
in diesem Fall wurden gleiche Konzentrationen für die mit Vio bzw. Zea angereicherten 
Proben durch die Aufnahme von Absorptionsspektren eingestellt. Da die vom MPI Frankfurt 
erhaltenen Proben stark verdünnt waren, wurden in diesem Fall Konzentrationen von OD = 
0,24 (für CP29), OD = 0,22 (für CP26) und OD = 0,21 (für CP24) beim Maximum der Qy-
Bande angesetzt (s. Abb. 45).  
 
 
Abb. 45: Absorptionsspektren der kleineren chlorophyllbindenden Proteine. Die Proben wurden entweder mit 
Vio (schwarz) bzw. Zea (rot) angereichert. links: CP29. Mitte: CP26. rechts: CP24.  
 
Die so vorbereiteten Proben wurden anschließend ebenso wie die LHCII-Proben mit dem neu 
entwickelten Messaufbau fluoreszenzspektroskopisch untersucht und mit den ermittelten 
Werten FOPE und FTPE der Parameter ChlSCarKopplung1
−Φ  nach Gl. (21) errechnet. Die Ergebnisse für 
die Messungen für die einzelnen chlorophyllbindenden Proteine sind in Abb. 46 dargestellt. 
Sie basieren auf Experimenten, die an mindestens drei verschiedenen Tagen an voneinander 
unabhängigen Proben durchgeführt wurden. Der mittlere Wert ChlSCarKopplung1
−Φ  der mit Vio angerei-
cherten Probe wurde auf eins normalisiert (schwarze Balken) und die zugehörigen Werte der 
mit Zea angereicherten Proben linear skaliert (rote Balken). 
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Abb. 46: Darstellung der Wechselwirkungsparameter ChlSCarKopplung
1−Φ  in den unterschiedlichen kleineren chloro-
phyllbindenden Proteinen, die entweder mit Vio (schwarz) oder Zea (rot) angereichert waren.  
 
Interessanterweise zeigen diese Proben ein anderes Verhalten als LHCII. So weisen alle mit 
Zea angereicherten CP-Proben stärkere Wechselwirkungen als die korrespondierenden mit 
Vio angereicherten Proben auf. Die Abweichungen liegen zudem außerhalb der Fehlergren-
zen. Bei CP24 ist der Effekt am wenigsten ausgeprägt, obwohl diese Proben den höchsten 
Zea-Anteil aufwiesen (s. Kapitel 3.6.1). 
 
Da bei den LHCII-Komplexen eine starke Korrelation zwischen Veränderung des pH-Wertes 
und den Wechselwirkungen zwischen Car S1 und Chl festgestellt wurde, wurden äquivalente 
Messungen an den kleineren Lichtsammelkomplexen CP29 und CP26 durchgeführt. Für die 
Durchführung von weiteren Messungen an CP24 standen leider keine weiteren Proben zur 
Verfügung.  
Es wurden erneut Messungen von pH = 5,5 bis pH = 7,5 durchgeführt und die korrespondie-
renden Proben miteinander verglichen. Die Einstellung der Konzentrationen erfolgte wieder-
um über die optischen Dichten der Qy-Banden. Dabei musste, im Gegensatz zu den ersten 
Messungen an den CP, Wert darauf gelegt werden, dass alle Proben von CP29 bzw. CP26 
gleiche Konzentrationen von etwa OD = 0,3 bei der Qy-Bande besitzen, um die Vergleichbar-
keit der Ergebnisse untereinander zu gewährleisten.  
Um ebenso wie bei LHCII den Einfluss des pH-Wertes auf die mit Vio bzw. Zea angereicher-
ten Proben besser abschätzen zu können, wurden die Werte von FOPE (Abb. 47, links) und 
FTPE (Abb. 47, Mitte) bei pH = 7,5 auf eins normalisiert. Die Ergebnisse bei den anderen pH-
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Werten wurden entsprechend linear skaliert. Der Parameter ChlSCarKopplung1
−Φ  (Abb. 47, rechts) wurde 
nach Gl. (21) aus FOPE und FTPE berechnet. 
Da die Messungen bei den pH-Werten 7,5 und 6,0 an einem anderen Tag als die Messungen 
bei den pH-Werten 5,5 und 6,5 erfolgten, sind die Ergebnisse nicht vollständig miteinander 
vergleichbar. Daher musste eine weitere Normalisierung vorgenommen werden, um die ge-
samte pH-Reihe miteinander vergleichen zu können. Dazu wurde das Mittel aller Proben bei 
pH = 6,0 auf das Mittel aller Proben bei pH = 5,5 und pH = 6,5 normalisiert und der Wert bei 
pH = 7,5 linear skaliert. Die erhaltenen Ergebnisse sind in Abb. 47 dargestellt. Zur besseren 
Vergleichbarkeit mit den Ergebnissen, die bei LHCII erzielt wurden, decken die y-Achsen die 
gleichen Bereiche wie in Abb. 40 ab.  
 
 
Abb. 47: Ergebnisse der Fluoreszenzmessung nach OPE (links) und TPE (Mitte) an Proben der Proteine CP29 
(ausgefüllte Kreise) und CP26 (offene Kreise), die entweder mit Vio (schwarz) oder mit Zea (rot) angereichert 
wurden. rechts: Darstellung des aus den beiden Fluoreszenzen ermittelten Wechselwirkungsparameters 
ChlSCar
Kopplung
1−Φ  in Abhängigkeit vom pH-Wert. 
 
Im Gegensatz zu den LHCII-Proben ergibt sich bei den Proben der kleineren chlorophyllbin-
denden Proteine keine ausgeprägte pH-Abhängigkeit der Stärke der Wechselwirkungen zwi-
schen Car S1 und Chl (s. Abb. 47, rechts). Insbesondere wird auch kein Quenching der Chlo-
rophyll-Fluoreszenz beobachtet (s. Abb. 47 links). Zur Verdeutlichung des Unterschiedes zu 
den Ergebnissen, die an LHCII gewonnen wurden, wurde zusätzlich eine zu Abb. 41 äquiva-
lente Darstellung der Abhängigkeit zwischen Wechselwirkungsparameter und NPQ erstellt (s. 
Abb. 48). Dabei wurden gleiche Bereiche der Achsenwerte gewählt, um die Ergebnisse besser 
mit denen von LHCII vergleichen zu können. Wie zu erwarten, zeigt sich keine Dynamik und 
keine lineare Korrelation zwischen den beiden Größen. 
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Abb. 48: Auftragung der Veränderung des Wechselwirkungsparameters ChlSCarKopplung
1−Φ  in Relation zum gestiege-
nen Quenching-Parameter NPQ der Proteine CP29 und CP26, welcher mittels Gl. (20) ermittelt wurde. Im 
Gegensatz zu den LHCII-Proben (s. Abb. 41) ergibt sich keine Korrelation bei den mit Zea angereicherten 
Proben. 
 
Zur Untersuchung der Ursachen dieses unterschiedlichen Verhaltens der CP im Vergleich zu 
LHCII wurde eine nähere Betrachtung ihrer Absorptionsspektren vorgenommen. Dabei wurde 
zunächst CP29 näher charakterisiert. Zur genauen Vergleichbarkeit wurden die Qy-Banden 
auf OD = 0,3 normalisiert (s. Abb. 49). Im direkten Vergleich zu den Absorptionsspektren 
von LHCII (s. Abb. 42) sieht man, dass sich keine direkt sichtbare Rotverschiebung der Ab-
sorptionsspektren bei niedrigen pH-Werten in Anwesenheit von Zea ergibt. Zur genaueren 
Quantifizierung wurden ebenfalls Differenzspektren aus den niedrigeren pH-Werten und dem 
bei pH = 7,5 als Referenz gebildet (s. Abb. 50). Der Ausschnitt ist wiederum äquivalent zu 
den Auswertungen vom LHCII gewählt (s. Abb. 43), um eine direkte Vergleichbarkeit zu 
gewährleisten. Es zeigen sich nur minimale Abweichungen zwischen den verwendeten Pro-
ben, so dass für CP29 ausgeschlossen werden kann, dass sich exzitonische Wechselwirkungen 
und damit tiefer liegende energetische Zustände gebildet haben.   
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Abb. 49: Absorptionsspektren der pH-Wert abhängigen Messungen an CP29. Die Spektren wurden auf gleiche 
OD-Werte der Qy-Banden normalisiert, um minimale Abweichungen der eingestellten Konzentrationen aus-
zugleichen. links: mit Vio angereicherte Proben. rechts: mit Zea angereicherte Proben.  
 
 
Abb. 50: Differenzspektren der Absorptionsmessungen an CP29 bei verschiedenen pH-Werten. links: mit Vio 
angereicherte Proben. rechts: mit Zea angereicherte Proben. Abgesehen von durch das verwendete Absorpti-
onsspektrometer hervorgerufenen Messungenauigkeiten unter 500 nm ergeben sich keine Veränderungen. 
 
Diese Art der Auswertung wurde für CP26 wiederholt, um zu klären, ob sich für diese Proben 
die gleichen Ergebnisse wie für CP29 zeigen. Zunächst wurden die Absorptionsspektren auf 
OD = 0,3 bei Qy normalisiert (s. Abb. 51) und in einem nächsten Schritt die Differenzspektren 
gebildet (s. Abb. 52). Die Ergebnisse sind zu denen von CP29 äquivalent. Es können keine zu 
LHCII vergleichbaren Rotverschiebungen anhand der Absorptionsspektren beobachtet wer-
den. Jedoch zeigen sich leicht erhöhte optische Dichten in den Differenzspektren im gleichen 
Bereich wie bei LHCII (bei 683 nm). Diese erreichen jedoch nicht das Ausmaß der Differenz-
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peaks von LHCII (s. Abb. 43). Somit kann auch für diese Proben die Ausbildung von ähnlich 
starken exzitonischen Wechselwirkungen wie in LHCII ausgeschlossen werden. 
 
 
Abb. 51: Absorptionsspektren der pH-Wert abhängigen Messungen an CP26. Die Spektren wurden auf gleiche 
OD-Werte der Qy-Banden normalisiert, um minimale Abweichungen der eingestellten Konzentrationen aus-
zugleichen. links: mit Vio angereicherte Proben. rechts: mit Zea angereicherte Proben.  
 
 
Abb. 52: Differenzspektren der Absorptionsmessungen an CP26 bei verschiedenen pH-Werten. links: mit Vio 
angereicherte Proben. rechts: mit Zea angereicherte Proben. Abgesehen von durch das verwendete Absorpti-
onsspektrometer hervorgerufenen Messungenauigkeiten unter 500 nm ergeben sich keine Veränderungen. 
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4.2.2 Diskussion 
Die Ergebnisse der Messungen an den CP zeigen, dass sich diese Proteine in Bezug auf ihren 
Beitrag zum Schutz vor hohen Lichtintensitäten deutlich von LHCII unterscheiden. So ist 
ChlSCar
Kopplung
1−Φ  in den Proteinen im Ausgangszustand bei pH = 7,5 bei allen drei mit Zea angerei-
cherten CP deutlich größer, als in den korrespondierenden mit Vio angereicherten Proben. 
Der Austausch der Carotinoide, wie er bei hohen Lichtintensitäten in Pflanzen auftritt, scheint 
also zu verstärkten Car S1–Chl a Qy-Wechselwirkungen zu führen. 
Interessanterweise besitzen die Proben jedoch eine wesentlich geringere Dynamik als LHCII. 
Bei Veränderung des pH-Wertes steigt ChlSCarKopplung1
−Φ  von sowohl CP26 als auch CP29 nicht 
deutlich an. In den Differenzspektren der Absorptionsmessungen zeigt sich auch keine mit 
LHCII vergleichbare Rotverschiebung der Absorptionsspektren.  
Diese Beobachtungen können durch unterschiedliche Theorien beschrieben werden. Eine 
Möglichkeit wäre, dass die CP tatsächlich eine Rolle im Rahmen der Schutzmechanismen vor 
hohen Lichtintensitäten spielen. Allerdings steigt ChlSCarKopplung1
−Φ  nicht bei niedrigerem pH-Wert 
an, wie er bei hohen Lichtintensitäten auftritt. Somit scheinen die CP in vitro nicht pH-Wert 
induzierten Veränderungen unterworfen zu sein. Obwohl die mit Zea angereicherten CP also 
eine höhere Grundkapazität zum Quenching besitzen, steigt ChlSCarKopplung1
−Φ  nicht auf einen so 
hohen Wert wie bei Zea-LHCII bei pH = 5,5 an.  
Eine andere Möglichkeit wäre jedoch, dass die im Experiment gewählten Bedingungen der 
pH-Wert-Änderung nicht geeignet sind, ein stärkeres Quenchen der CP hervorzurufen. Even-
tuell reagieren die CP in vivo weniger auf Änderungen des pH-Wertes oder werden durch 
andere Mechanismen getriggert, wie beispielsweise durch das Protein PsbS. Eine weitere 
Rolle könnte die Tatsache spielen, dass die CP Monomere sind, während LHCII als Trimer 
vorliegt und in dieser Form eher zur Aggregation fähig ist. Es besteht daher durchaus die 
Möglichkeit, dass durch die Änderung des pH-Wertes bei den Messungen an LHCII Aggrega-
tionseffekte aufgetreten sind, die zum Anstieg von ChlSCarKopplung1
−Φ  geführt haben, während die CP 
nur in vivo dazu fähig sind oder erst durch zusätzliche Reagenzien in vitro zur Aggregation 
gebracht werden können. 
Diese Resultate müssen zudem in Zusammenhang mit den Ergebnissen anderer Gruppen 
gebracht werden. So konnte in CP29, CP26 und CP24[24, 35] eine Abhängigkeit von Zea bei 
der Ausbildung von Carotinoid-Radikal-Kationen beobachtet werden. Die Detektion erfolgte 
über transiente Absorptionsmessungen im Bereich der Carotinoid-Radikalkationen, denen 
eine hohe Bedeutung im Rahmen des NPQ-Prozesses zugeschrieben wird. In den Studien 
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wurde postuliert, dass sich in Anwesenheit von Zea ein Zea–Chl-Heterodimer bildet, das nach 
einer Ladungstrennung und Rekombination zu Zea-Radikal-Kationen führt. Allerdings konnte 
von der Arbeitsgruppe in LHCII beim Austausch der Xanthophyll-Zyklus-Carotinoide keine 
Ausbildung von Carotinoid-Radikalkationen festgestellt werden.[23]   
In Verbindung mit den hier präsentierten Resultaten ist es wahrscheinlich, dass auch Caroti-
noid-Radikal-Kationen eine enge Verbindung zu den NPQ-Prozessen besitzen. So scheinen in 
den CP Car S1–Chl-Wechselwirkungen und Carotinoid-Radikal-Kationen unter Austausch 
von Vio durch Zea aufzutreten. Somit ist eine Beteiligung der CP am NPQ-Prozess sehr 
wahrscheinlich, wobei ihnen durch die hier präsentierten Resultate eine kleinere Beteiligung 
als LHCII zugeschrieben werden muss. Die Abwesenheit von Carotinoid-Radikal-Kationen in 
mit Zea angereicherten LHCII-Proben kann wie bereits erläutert (s. Kapitel 4.1.2) durch die 
fehlenden Quenching-Bedingungen verursacht sein. 
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4.3 Messungen an Pflanzen in vivo 
4.3.1 Ergebnisse 
Die bei den LHCII-Proben gefundene Korrelation zwischen ChlSCarKopplung1
−Φ und dem Quenching-
Zustand legt den Schluss nahe, dass die Wechselwirkung zwischen Car S1 und Chl a Qy zum 
Schutz der Pflanzen bei hohen Lichtintensitäten beiträgt. Aus diesem Grund wurden bereits 
zuvor gemessene Daten[112], die an intakten Pflanzen aufgenommen worden waren, neu aus-
gewertet und auf ähnliche Korrelationen untersucht (s. Abb. 53). 
 
 
Abb. 53: A)-F): Typische Rohdaten für die Fluoreszenz nach OPE (FOPE ) und nach TPE (FTPE) für verschiedene 
Varianten von A. thaliana während der Helladaption (graue Balken über den Graphen) und Dunkeladaption 
(schwarze Balken).[112] In die Graphen wurden zusätzlich die mittels Gl. (20) errechneten NPQ-Werte eingefügt. 
Wie in Kapitel 3.3 erläutert, entsprechen sowohl OPE- als auch TPE-Pulse Saturierungsbedingungen.  a)-f): 
Nach Gl. (21) errechnete Wechselwirkungsparameter ChlSCarKopplung
1−Φ  für die exemplarisch ausgesuchten Rohdaten 
(offene Kreise) und für die Mittelwerte aus mehreren (mindestens drei) voneinander unabhängigen Messungen 
(ausgefüllte Kreise).[9] 
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Die Messungen erfolgten am Wildtyp und Mutanten von A. thaliana zunächst unter Helladap-
tion und anschließender Dunkeladaption der Pflanzen. Dabei enthielten die Mutanten unter-
schiedliche Pigment- bzw. Proteinzusammensetzungen, um deren Beitrag zur Photoprotektion 
bestimmen zu können (s. Kapitel 3.6.3). Es wurde eine Standard-Messung mit dem PAM-
Fluorimeter durchgeführt (s. Kapitel 3.2) und über den neu entwickelten Messaufbau kurz vor 
jedem sättigenden Lichtpuls des PAM ein zwei Sekunden langer Puls mit dem Idler aus dem 
Laseraufbau appliziert.  
In Abb. 53 (A bis F) sind zur Veranschaulichung Rohdaten der Messung von FOPE und FTPE 
abgebildet. Die schwarzen Kurven sind die mit dem PAM aufgenommenen Standardergebnis-
se (vgl. dazu auch Abb. 33) und die roten Kurven stellen die Fluoreszenzen nach Zwei-
Photonen-Anregung dar. Die Auswertung erfolgte unter Normalisierung des Signalrauschens 
der Instrumente auf null und die der maximalen Fluoreszenzausbeute FM’ auf eins. In A bis F 
ist in blau zusätzlich der nach Gl. (20) aus den Ein-Photonen-Daten berechnete Quenching-
Parameter NPQ abgebildet. Aus FOPE und FTPE wurde der Parameter ChlSCarKopplung1
−Φ  nach Gl. (21) 
berechnet, und in Abb. 53 (in a bis f) in verschiedenen Farben mit offenen Kreisen dargestellt. 
Mit vollen Kreisen sind die Mittelwerte aus Messungen von mindestens drei unterschiedli-
chen Pflanzen, die an verschiedenen Tagen gemessen wurden, abgebildet. Die Pflanzen in A, 
B, C und F wurden unter Kurztagbedingungen und D und E unter Langtagbedingungen (s. 
Kapitel 3.6.3) aufgezogen. Der Wechsel der Wachstumsbedingungen hatte keinen Einfluss 
auf die Messergebnisse, wie mit zwei Wildtyp-Pflanzen, die jeweils unter einer der beiden 
Bedingungen aufgezogen wurden, gezeigt werden konnte. 
Während der Helladaptation (aktinische Zeitperiode unter dem grauen Balken in A bis F) 
steigt ChlSCarKopplung1
−Φ bei den Wildtyp-Pflanzen an und fällt nach dem Ende der aktinischen Phase 
wieder ab. Ein ähnliches Verhalten ist bei den Mutanten WT+PsbS und npq2 zu sehen, die 
sich aufgrund ihres hohen PsbS- bzw. Zea-Gehaltes gut an die hohen Lichtintensitäten anpas-
sen können. Bei ihnen steigt ChlSCarKopplung1
−Φ sogar auf höhere Werte als beim Wildtyp. Die Mutan-
ten npq4 und npq1 zeigen ein gegensätzliches Verhalten. Der Wechselwirkungsparameter 
ChlSCar
Kopplung
1−Φ steigt nicht an oder fällt sogar ab. Die Mutanten sind aufgrund des Fehlens des 
Proteins PsbS bzw. des Carotinoids Zea wesentlich schlechter als der Wildtyp an veränderte 
Lichtverhältnisse angepasst. Der lut2-Mutant weist etwas niedrigere ChlSCarKopplung1
−Φ -Werte als der 
Wildtyp auf, ist aber insgesamt mit diesem vergleichbar. 
Bei Betrachtung der Veränderung des Quenching-Parameters NPQ (s. Abb. 53 A bis F in 
blau) zeigt sich, dass dieser ein ähnliches Verhalten wie die Veränderung von ChlSCarKopplung1
−Φ  
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aufweist. Es scheint, dass tatsächlich ebenfalls bei Pflanzen in vivo eine direkte Korrelation 
sowohl im hell- als auch dunkeladaptierten Zustand zwischen NPQ und ChlSCarKopplung1
−Φ vorliegt. 
Zur Überprüfung dieser Hypothese erfolgte eine Auftragung der beiden Parameter aller Pflan-
zen gegeneinander (s. Abb. 54). Die Farbkodierung ist dabei die Gleiche wie in Abb. 53. Die 
Pflanzen, welche sich gut an hohe Lichtintensitäten anpassen können (WT+PsbS und npq2), 
zeigen eine wesentlich größere Dynamik als die Mutanten, denen wichtige Bestandteile fehlen  
(npq1 und npq4). Bei Betrachtung aller Punkte ergibt sich eine klare lineare Korrelation zwi-
schen den beiden Parametern (ρ = 0,89). 
 
 
Abb. 54: Zusammenspiel zwischen dem Wechselwirkungsparameter ChlSCarKopplung
1−Φ  und dem zum jeweiligen 
Zeitpunkt herrschenden Regulationsstatus NPQ während Hell- und Dunkeladaption der Pflanzen aus Abb. 53. Es 
ist eine eindeutige Korrelation erkennbar. Die Auftragung erfolgte durch den Vergleich der ChlSCarKopplung
1−Φ -Werte 
(Abb. 53 a bis f) und der zugehörigen NPQ-Werte (Abb. 53 A bis F, blau). Die Farben zur Kennzeichnung der 
Varianten von A. thaliana entsprechen Abb. 53: Wildtyp (schwarz), WT+PsbS (dunkelgrün), npq4 (rot), npq2 
(dunkelblau), npq1 (hellblau) und lut2 (orange).[9]  
 
4.3.2 Diskussion 
Das gleichzeitige Auftreten von gestiegenen Car S1–Chl-Wechselwirkungen in intakten Pflan-
zen, die immer mit NPQ linear korreliert sind, liefert deutliche Hinweise, dass auch in Pflan-
zen exzitonische Wechselwirkungen mit der Anpassung an hohe Lichtintensitäten einherge-
hen.  
Da sowohl NPQ als auch ChlSCarKopplung1
−Φ  in allen Mutanten, in denen ein bestimmtes Carotinoid 
wie Zea, Vio oder ein Lutein fehlt, nicht bis auf null abfallen, kann geschlussfolgert werden, 
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dass das Fehlen dieser Pigmente durch die anderen Carotinoide zumindest in Teilen ausgegli-
chen werden kann. Dadurch können trotz des Fehlens bestimmter Carotinoide Car S1–Chl a 
Qy-Wechselwirkungen hervorgerufen und somit die Pflanze geschützt werden. Da der kein 
PsbS ausbildende npq4-Mutant als einziger keinen Anstieg des Wechselwirkungsparameters 
während der aktinischen Phase zeigt, kann weiterhin geschlussfolgert werden, dass PsbS zur 
Ausbildung dieser Wechselwirkungen in planta essentiell ist.  
Diese Resultate müssen in Zusammenhang mit den Ergebnissen anderer Gruppen gebracht 
werden. Bei der hier postulierten Ausbildung von exzitonischen Wechselwirkungen kommt es 
zur Bildung zweier neuer elektronischer Zustände. Diese vereinen die Eigenschaften der 
Ausgangszustände in sich. So liegt der eine energetisch höher als die Ausgangszustände und 
der andere niedriger. Durch den niedrig liegenden Energiezustand wird ein effektives Abfan-
gen der Energie möglich.[90] Des weiteren ist eine Mischung der Lebenszeiten der Ausgangs-
niveaus zu erwarten. Durch den Beitrag der kurzen Lebenszeiten des Car S1-Niveaus (~10-
30 ps) hätten die exzitonischen Zustände wesentlich kürzere Lebensdauern als die der Chlo-
rophylle (~1800 ps) und könnten daher die überschüssige Energie auf einer kurzen Zeitskala 
abführen. Gilmore et al. konnten solche kürzeren Lebenszeiten (~ 400 ps) der angeregten Chl-
Zustände in der Fluoreszenz von Pflanzen unter Quenching-Bedingungen beobachten.[59] 
Darüber hinaus wurden von Ruban et al. vor kurzem Fluoreszenzspektren der kurzlebigen 
Fluoreszenz-Komponente in intakten Chloroplasten unter Quenching-Bedingungen gewon-
nen, die mit rotverschobenen Absorptionsspektren einhergehen. Diese Ergebnisse stehen sehr 
gut mit den in dieser Arbeit postulierten exzitonischen Wechselwirkungen im Einklang, da 
diese die Lebenszeitänderungen und Rotverschiebungen erklären würden. 
Ein weiterer Zusammenhang besteht auch zu den Ergebnissen von Ma et al., die in Thylakoi-
den unter Quenching-Bedingungen das Auftreten von sofortiger transienter Absorption im 
Spektralbereich des Car S1-Niveaus identifizieren konnten, nachdem das niedrigste Chloro-
phyll-Niveau Chl Qy angeregt wurde.[91] Auch diese Beobachtungen lassen sich durch die 
Ausbildung von exzitonischen Wechselwirkungen unter Quenching-Bedingungen erklären. 
Diese würden zu einer sofortigen Bevölkerung des Car S1-Zustandes nach Chlorophyll-
Anregung führen und somit die beobachtete verstärkte transiente Absorption verursachen. 
Zusammen mit den hier präsentierten Ergebnissen liefern alle diese Beobachtungen klare 
Hinweise auf das Vorhandensein von tiefliegenden, kurzlebigen Car S1–Chl a Qy-Zuständen 
als die Hauptursache für die Abführung von Überschussenergie im Rahmen der Schutzprozes-
se der Pflanzen.  
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Natürlich sollten auch andere Erklärungsmöglichkeiten betrachtet werden, die ebenfalls zur 
Beschreibung der Ergebnisse möglich wären. Beispielsweise kann nicht grundsätzlich ausge-
schlossen werden, dass die beobachtete gestiegene Car S1–Chl-Wechselwirkung nicht ursäch-
lich für den Quenching-Prozess, sondern eher nur eine Begleiterscheinung ist, welche durch 
pH-Wert induzierte Konformationsänderungen in den Antennenkomplexen von PSII auftritt. 
Weiterhin könnten die vorgestellten Ergebnisse und das Modell zur Erklärung auch mit ande-
ren Theorien kombiniert werden, wie z. B. der Ausbildung von Radikal-Kationen oder von 
Lutein 1 als Quencher. Es ist beispielsweise vorstellbar, dass die beobachteten exzitonischen 
Zustände Vorprodukte von Radikal-Kationen sind. Es wäre zudem möglich, dass Lutein an 
der Bildung von exzitonischen Zuständen beteiligt ist und dass Zea eher zur Regulierung der 
Ausbildung des Quenching-Zentrums beiträgt und unter Abwesenheit von Lutein auch direkt 
die Car S1–Chl-Wechselwirkungen hervorrufen kann. 
Es muss ebenfalls bedacht werden, dass über den in der Arbeit ermittelten Kopplungsparame-
ter ChlSCarKopplung1
−Φ  nur das Mittel der Wechselwirkungen aller in den Proben vorkommenden Caro-
tinoiden abgebildet wird. Daher können die Ergebnisse in erster Linie ein Hinweis darauf 
sein, welche Rolle die einzelnen Carotinoide in der Photosynthese übernehmen. So zeigen 
beispielsweise sowohl der lut2 (s. Abb. 53 f) als auch der npq1-Mutant (s. Abb. 53 d) einen 
niedrigeren NPQ- als auch niedrigere ChlSCarKopplung1
−Φ -Werte als die Wildtyp-Pflanze (s. Abb. 53 a), 
was insbesondere die Bedeutung von Zea unterstreicht.  
 
 
 
 
 
5 Zusammenfassung und Ausblick 
Die im Rahmen der Doktorarbeit entwickelte Kombination aus konventionellem PAM-
Fluorimeter und Zwei-Photonen-Aufbau ermöglicht genaue Einblicke in die Energietransfer-
prozesse, die zur Regulation der Photosynthese führen. Dabei wird es möglich, vergleichende 
Messungen sowohl an intakten Pflanzen als auch an isolierten Pigment-Protein-Komplexen 
durchzuführen. Durch die Verwendung des PAM-Fluorimeters, welches sich als Standard in 
der Photosynthese-Forschung etabliert hat, ist zudem ein Vergleich mit den Ergebnissen 
anderer Forschungsgruppen möglich.  
Mit diesem neu entwickelten Messaufbau konnten weitere Details der Quenching-Prozesse 
aufgeklärt werden. Es konnten erhöhte Car S1–Chl a Qy-Wechselwirkungen beobachtet wer-
den, die sowohl in isolierten LHCII-Proteinen unter pH-Wert induzierten Quenching-
Bedingungen, als auch in intakten Pflanzen während der Helladaptation auftreten. Dies ist ein 
starkes Indiz für die direkte Beteiligung von LHCII an den Schutzmechanismen der Pflanzen 
vor hohen Lichtintensitäten. Darüber hinaus zeigen die Ergebnisse, dass ein intakter Xantho-
phyllzyklus für die Ausbildung der Wechselwirkungen eine Grundvoraussetzung ist. In den 
kleineren Lichtsammelkomplexen konnte keine derartige Dynamik festgestellt werden. Sie 
zeigen zwar größere Car S1–Chl a Qy-Wechselwirkungen nach Austausch von Vio durch Zea, 
welche jedoch nicht das Ausmaß wie in LHCII bei niedrigem pH-Wert erreichen. Daraus lässt 
sich schließen, dass diese Proteine eine kleinere Rolle an den Regulationsmechanismen ein-
nehmen, als von manchen Arbeitsgruppen postuliert wird.[34, 35] 
Diese an isolierten Lichtsammelkomplexen erzielten Ergebnisse konnten ebenfalls mit Mes-
sungen an lebenden Pflanzen in Zusammenhang gebracht werden, was die Bedeutung des 
Parameters ChlSCarKopplung1
−Φ  unterstreicht. Die Messungen an intakten Pflanzen zeigten auch, dass 
dem Protein PsbS eine äußerst wichtige Rolle beim Quenching-Prozess zukommt. Ohne seine 
Anwesenheit konnte in lebenden Pflanzen kein Anstieg von ChlSCarKopplung1
−Φ  festgestellt werden. 
Somit scheint dem Protein gewissermaßen eine Katalysatorfunktion zur Ermöglichung des 
Quenching-Zustandes zuzukommen. Warum dahingegen in den Messungen an LHCII in 
Lösung und ohne das Einwirken von PsbS ebenfalls diese Wechselwirkungen beobachtet 
werden konnten, muss in weiteren Experimenten geklärt werden. Eine mögliche Erklärung 
wäre, dass bei LHCII in Lösung schon kleine Veränderungen wie pH-Änderungen oder Ag-
gregationseffekte zu den Wechselwirkungen führen. In intakten Thylakoidmembranen könn-
ten hingegen Hinderungsmechanismen existieren, welche die Ausbildung von exzitonischen 
Wechselwirkungen ohne die Mitwirkung von PsbS verhindern. 
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Aus diesen Ergebnissen lässt sich ein Modell zur Beschreibung der Schutzmechanismen der 
Pflanzen vor hohen Lichtintensitäten ableiten (s. Abb. 55). Unter Anwesenheit von Zea-
xanthin und unter Mitwirkung von PsbS bilden sich stärkere Wechselwirkungen zwischen 
Car S1 und Chl a Qy aus, wodurch es zur Ausbildung von exzitonischen Zuständen kommt. 
Dabei entsteht ein tieferliegendes Energieniveau, welches als Energiesenke für Überschuss-
energie wirken kann. Dadurch wird überschüssige Energie abgeleitet und in Wärme umge-
wandelt. 
 
Abb. 55: Modell zur Erklärung der Prozesse, die zum NPQ führen.[9] Durch gestiegene Wechselwirkungen 
zwischen Car und Chl bilden sich exzitonische Wechselwirkungen, wodurch sich Energiesenken im helladaptier-
ten Zustand bilden, die zum Quenchen überschüssiger Energie und Umwandlung der Energie in Wärme führen. 
Die Darstellung der Moleküle erfolgte mit VMD[113]. 
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Das Auftreten von exzitonischen Zuständen unter Quenching-Bedingungen erklärt zudem die 
an Pflanzen und Thylakoiden erzielten Ergebnisse anderer Gruppen. So führen exzitonische 
Zustände sowohl zur beobachteten kürzeren Fluoreszenzlebenszeit unter Quenching-
Bedingungen als auch zum sofortigen Anstieg der transienten Absorption des Car S1-
Zustandes nach Anregung im Bereich der Chl Qy-Bande . 
Zusammengefasst lässt sich sagen, dass die dargestellten Ergebnisse klar zeigen, dass gestie-
gene Car S1–Chl a Qy-Wechselwirkungen immer mit Quenching-Zuständen in LHCII und in 
Pflanzen korrelieren. Diese Ergebnisse bilden einen wichtigen Schritt auf dem Weg zum 
vollständigen Verständnis der Prozesse, die in Pflanzen zum Schutz vor hohen Lichtintensitä-
ten führen. Mit dem neuen Aufbau ist es möglich, diese Wechselwirkungen in Echtzeit in 
lebenden Pflanzen zu quantifizieren und mit Messungen an isolierten Systemen zu verglei-
chen.  
 
Ein Problem bleibt jedoch die Beteiligung von Aggregationseffekten, die ebenfalls eine Rolle 
beim NPQ übernehmen könnten. Weitere Studien müssen zeigen, ob unter anderen Bedin-
gungen als der Veränderung des pH-Wertes, auch in den kleineren Lichtsammelkomplexen 
ähnlich starke Car S1–Chl a Qy-Wechselwirkungen wie in LHCII induziert werden können. 
Dazu wäre es notwendig, die Proteine anderen Bedingungen in vitro auszusetzen und somit 
mögliche Konformationsänderungen, die in vivo auftreten könnten, herbeizuführen. Insbeson-
dere die Trennung und der Vergleich von Messungen in vivo und in vitro wird jedoch auch 
weiterhin zu Schwierigkeiten in der Interpretation von Messergebnissen führen.  
Durch den neuen Aufbau wird es möglich werden, die genaue Stelle, an der die Energie ge-
quencht wird, zu identifizieren. Einblicke in diese Fragestellung können LHCII-Proteine 
liefern, bei denen bestimmte Chlorophylle durch genetische Manipulationen fehlen. Unter 
Wiederholung der in dieser Arbeit vorgestellten Messungen unter gleichen Bedingungen mit 
solchen Proben, müssten die hier gezeigten Effekte bei Fehlen des entsprechenden Chloro-
phylls ausbleiben. 
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